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I microtubuli: funzione e struttura.  
 
I Microtubuli sono organelli citoplasmatici presenti in tutti gli eucarioti. Essi sono 
coinvolti in numerosi processi cellulari, quali la mitosi, la motilità di cilia e flagelli e il 
trasporto di vescicole ed organelli; hanno anche un ruolo importante nella formazione del 
citoscheletro e quindi, nel mantenimento della morfologia cellulare ( Hyams and Lloyd, 
1994). Con poche eccezioni, sono composti (in vivo) da 13 filamenti lineari o 
protofilamenti che, associandosi, formano una struttura cilindrica cava (Wilson and Borisy, 
1997) di circa 25 nm di diametro (Wade, Chrétien 1993). La subunità strutturale dei 
microtubuli è una proteina eterodimerica di 100 kDa, costituita da monomeri di α e β 
tubulina (Bryan and Wilson 1971, Ludueña et al., 1977), associati tra di loro mediante la 
formazione di legami non covalenti, con un arrangiamento “testa-coda”. Oltre a questo tipo 
di interazioni, che porta alla formazione di un protofilamento polarizzato, con la β tubulina 
in testa e la α tubulina in coda, si instaurano, tra protofilamenti adiacenti, delle ulteriori 
interazioni laterali. Modelli di struttura a lattice hanno inizialmente fatto pensare che il 
microtubulo adottasse una struttura di tipo A, con lo sfasamento/sovrapposizione (stagger) 
tra protofilamenti adiacenti di 3,1 nm, il che porterebbe ad una struttura elicoidale regolare. 
Un numero crescente di dati sperimentali hanno invece dimostrato che la struttura reale è 
quella di tipo B, con uno stagger di 0,9 nm, che porta all’introduzione di una discontinuità 
nell’elica. In questo tipo di struttura i contatti laterali avvengono tra monomeri omologhi 
(α – α, β – β); esiste anche una giuntura (seam) a livello della quale le interazioni 
avvengono tra subunità eterologhe (α – β, β – α), il che porta ad una asimmetria dell’elica 
del microtubulo, asimmetria che tuttavia ne favorisce la stabilità e l’interazione con 
proteine accessorie (Nogales, 1998; Sosa e Milligan 1996). Per quanto riguarda la struttura 
dei singoli monomeri, essa è molto simile ed è costituita da un core di 2 foglietti β 
circondati da α eliche. Le differenze strutturali tra la α tubulina e la β tubulina consistono 
nella diversa lunghezza, nella conformazione di alcuni loop, nella diversa densità delle 
catene laterali e in piccoli spostamenti di alcune strutture secondarie. L’analisi 
cristallografica (Figura 1) ha evidenziato la presenza di tre domini funzionali all’interno 
della struttura globulare: la porzione N-terminale contiene il Dominio di Legame al 
Nucleotide guanilico o NBD (E-site). L’NBD di ciascun monomero è direttamente 
coinvolto nella polimerizzazione ed è connesso mediante il “core” dell’elica più piccola 
alla regione intermedia, anch’essa coinvolta nella polimerizzazione. La regione intermedia 
contiene il  secondo dominio funzionale, ovvero quello di legame al taxolo; la regione C-
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terminale, infine presenta il dominio di legame per  le proteine accessorie. Tale dominio 
include due eliche antiparallele che definiscono la cresta del protofilamento nella porzione 
esterna del microtubulo, mentre gli ultimi residui acidi sono disorganizzati e formano una 
nuvola di cariche negative intorno al microtubulo (Nogales, 1998).  
 
 
Polimerizzazione e depolimerizzazione dei microtubuli. 
 
I microtubuli sono strutture molto dinamiche nelle quali è possibile distinguere 
un’estremità positiva o di polimerizzazione formata da subunità di -tubulina ed una 
negativa o di depolimerizzazione formata da subunità di α-tubuline, rendendo in questo 
modo l’intero polimero polare. Malgrado la polimerizzazione dei microtubuli avviene in 
vitro in maniera spontanea, è noto che in vivo è resa possibile soltanto dalla funzione di 
nucleazione dei centri di organizzazione dei microtubuli (MTOCs), costituiti dai 
centrosomi e dai corpi basali. Gli MTOC infatti controllano il numero dei microtubuli e dei 
protofilamenti, la loro polarità, il movimento ed il luogo dell’assemblaggio. Nella sintesi 
dei microtubuli è possibile distinguere una fase di accrescimento lento, ed una di 
accrescimento rapido. Tutti gli MTOCs presentano la -tubulina che, associandosi ad una 
serie di proteine, forma il complesso -TuRC ( -Tubulin Ring Complex) che comprende il 
sottocomplesso -Tubulin Small Complexes, costituito a sua volta da due molecole di -
tubulina, da una molecola di SPC97 ed una di SPC98, (Job et al. 2003). Il -TuRC mima 
l’estremità del microtubulo , ad esso si legano i dimeri di αtubulina . 
Figura 1: Struttura tridimensionale dell’α e della β tubulina. 
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La -tubulina interagisce longitudinalmente con l’ α -tubulina (Figura 2 “a” in [ii]) e 




Chrétien ed altri hanno dimostrato che il microtubulo in crescita presenta alla sua estremità 
una struttura a “foglio” aperto, che in seguito si chiude a formare il cilindro. Questi dati  
hanno fatto ipotizzare che il legame del GTP, a livello dell’E –site, comporti un relativo 
incremento di stabilità nelle interazioni tra i dimeri di tubulina, che a loro volta inducono la 
formazione dei contatti laterali, responsabili della chiusura del cilindro (Chrétien et 
al.1995). Studi strutturali suggeriscono che, dopo la chiusura del microtubulo, il dimero 
può cambiare leggermente la sua conformazione; infatti in seguito all’idrolisi del GTP, 
nonostante sia “costretto” all’interno della struttura a lattice (Nogales et al., 2006), il corpo 
del microtubulo è fondamentalmente costituito da subunità di GDP-tubulina. Analisi di 
crio-microscopia elettronica, su microtubuli in depolimerizzazione, dimostrano che i 
protofilamenti si staccano dalle estremità, formando strutture ad anello, simili a quelle 
dell’autoassemblaggio di dimeri contenenti GDP (Mandelkow E.M.et al.1991; Nogales et 
al.1998).  Nogales ed altri hanno recentemente proposto la seguente ipotesi di modello: il 
dimero di tubulina esiste in due diverse conformazioni, a seconda del nucleotide (GTP o 
GDP) legato nell’E-site. Se è presente GTP esso ha una conformazione stabile (gli assi dei 
due monomeri formano un angolo di 5°) che gli permette di formare i protofilamenti nel 
A 
Figura 2: Struttura e sintesi dei microtubuli. Il -TuRC mima l’estremità del microtubulo. 
(i) Dimeri di - e -tubulina si legano al -TuRC e (ii) si assembla un microtubulo. La -
tubulina interagisce longitudinalmente con l’-tubulina (“a” in [ii]) e lateralmente con l’-
tubulina (“b” in [ii]) e con la -tubulina (“c” in [ii]).  E’ inoltre mostrato l’eterodimero di 
- e -tubulina, ed i protofilamenti disposti in maniera sfalsata che danno origine al 
microtubulo di 25 nm di diametro. 
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microtubulo; se  invece è legato il GDP il dimero presenta una curvatura (gli assi dei due 
monomeri formano un angolo di 12°), che causa la formazione di protofilamenti curvi o 




Ipotesi delle “Multitubuline”. 
 
Behnke e Forer, nel 1967, hanno ipotizzato l’esistenza di differenti forme di tubulina α e , 
dopo aver osservato una popolazione di microtubuli con diversa stabilità ad elevate 
temperature ed alla proteolisi. Fulton e Simpson nel 1976 hanno rielaborato quest’ipotesi 
come “Ipotesi delle multitubuline”. Inizialmente l’ipotesi si basava sulla conoscenza delle 
diverse modifiche post-traduzionali a carico della molecola (Eipper 1972), in seguito, con 
l’avvento delle tecniche di biologia molecolare, si è scoperto che molti eucarioti esprimono 
diversi isotipi α e . Nel 1981 è stata infatti pubblicata la sequenza completa delle α e  
tubuline, ottenuta col metodo di Edman (Kraush et al. 1981); sempre in questo lavoro sono 
stati identificati, nelle cellule cerebrali di cavia, quattro isotipi alfa e due beta. 
Da notare che con il termine “isotipo” si indicano sia le diverse forme di tubulina α e  
codificate da geni diversi, sia le molecole di tubulina che derivano da modifiche post-
traduzionali; in ogni caso le diverse isoforme di tubulina possono essere separate per 
analisi elettroforetica su gel bidimensionale ed “isoelectric focusing”. 
1) 
2) 
Figura 3: 1- il dimero di tubulina nella conformazione stabile,in seguito allo scambio del GDP con 
GTP complessato col GTP (a); i dimeri di tubulina stabiliscono delle interazioni laterali(b) e formano 
una struttura a “foglio” aperto (c), che in seguito si chiude a formare il cilindro (d).  
2- in mancanza del “Cap” di GTP (a) i protofilamenti si curvano (b), formando una struttura ad anello 
(c); come si vede in “d”, nel dimero complessato con il GDP, gli assi dei due monomeri formano tra di 
loro un angolo di 12°C, che rende la struttura instabile (Nogales,2006). 
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Famiglie multigeniche di tubulina nella filogenesi 
 
L’espressione e l’utilizzazione delle diverse isoforme varia notevolmente, se analizzate dal 
punto di vista filogenetico, ma possono tuttavia essere fatte delle generalizzazioni. Infatti, 
un tipico pattern d’espressione prevede che uno o più geni codifichino per isotipi espressi 
ad alti livelli in molti stadi di sviluppo, in tessuti o tipi cellulari diversi (isoforme 
maggiori), mentre i rimanenti geni codifichino per isotipi espressi a bassi livelli e in pochi 
tipi cellulari. Bisogna notare che le isoforme maggiori sono anche quelle con una sequenza 
proteica altamente conservata (conservazione di sequenza riscontrata sia all’interno di un 
determinato lineage cellulare che in specie diverse), mentre le isoforme minori sono quelle 
con sequenza aminoacidica divergente (Raff, 1994). Tutte le specie, in cui le famiglie 
multigeniche di tubulina sono state studiate, presentano un numero abbastanza simile di 
geni appartenenti alle due diverse famiglie α e . Le dimensioni di queste famiglie geniche 
(il numero totale dei geni) tuttavia variano man mano che si sale nella scala evolutiva. Il 
Plasmodium falciparum (un protista, agente eziologico della malaria) presenta un singolo 
gene , espresso sia nello stadio sessuale che asessuale dell’organismo; i due geni alfa 
presentano pattern di espressione diversi, uno è costitutivo, l’altro è espresso solo nel 
gametocito maschile (Wesseling et al. 1989, Holloway et al. 1990). Il fungo Aspergillus 
nidulans possiede due geni α e due ; uno dei due geni α è implicato nella divisione 
nucleare, l’altro nella morfologia cellulare; un isotipo  è espresso in tutto il ciclo vitale, 
l’altro soltanto durante la sporulazione. Per quanto riguarda le piante, gli isotipi 
differiscono nella loro espressione tissutale. In Arabidopsis thaliana gran parte degli isotipi 
α è espressa in tutti i tessuti  tranne un isotipo localizzato nel polline. Gli isotipi  hanno 
una distribuzione più complessa: TUB1 è espresso nella radice, TUB2, 3, 4, 7 e 9 nel fiore 
e TUB5 nella foglia (Chu et al. 1998). Studi condotti sempre in Arabidopsis hanno 
mostrato che alcuni isotipi sono meno stabili di altri a basse temperature, avvalorando 
l’ipotesi che l’esistenza di isotipi multipli serva ad incrementare il range di adattamento 
alle condizioni ambientali (Chu et al 1993). Negli Echinodermi sono stati identificati 10-12 
geni per α e  tubulina, ma il numero di quelli funzionali è più basso, come mostrato 
dall’identificazione di specifici mRNA e dal clonaggio dei rispettivi cDNA (Alexandraki 
and Ruderman, 1983; Di Bernardo et al., 1989; Gianguzza et al., 1989, 1990). Gran parte 
delle differenze tra i vari isotipi sono concentrate nella porzione C-terminale delle proteine, 
sebbene siano stati trovati altri “punti caldi” di diversità nella sequenza aminoacidica. In 
particolare in embrioni di Paracentrotus lividus, nel nostro laboratorio, sono stati 
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identificati cinque mRNA codificanti per α e  cinque codificanti per  tubulina, espressi in 
accordo con un programma di regolazione sia materno che embrionale. Entrambe le 
famiglie multigeniche, presentano geni trascritti soltanto durante l’oogenesi, altri espressi 
sia nelle uova vergini che nell’embrione in tutti gli stadi di sviluppo (Plα10 e Pl3), altri 
trascritti in modo variabile durante l’embriogenesi ( Pl1, Pl2, Plα1 ) ed infine, geni 
espressi soltanto dallo stadio di blastula in poi (Plα2).  Sono anche stati isolati ed analizzati 
i cDNA corrispondenti ai trascritti di α e  tubuline espressi nell’embriogenesi di P. lividus 
( Gianguzza et al., 1989, 1990, 1995), ed isolato e parzialmente caratterizzato il gene 
codificante per l’isotipo neurale α2 (Costa et al. 2004). 
In Drosophila melanogaster la famiglia multigenica ha dimensioni intermedie. Troviamo 
quattro geni α e tre : α1 ed α3, sebbene codificati da due geni diversi, hanno un’identica 
sequenza aminoacidica, sono espressi durante l’embriogenesi precoce ad alti livelli, 
diminuiscono durante la metamorfosi per poi incrementare nuovamente allo stadio di mid-
pupa; α2 è espresso durante la metamorfosi e successivamente viene espresso ad alti livelli 
nei testicoli e negli organi di senso (Bo and Wensink,1989). L’isotipo 3 è particolarmente 
espresso durante lo sviluppo ed il differenziamento del mesoderma viscerale, in modo 
particolare nella muscolatura (stadio embrionale e di pupa); nell’adulto è ristretta alle ovaie 
ed ai testicoli. 2 è espresso solamente nelle cellule post-mitotiche della linea germinale 
maschile, è coinvolto nell’assemblaggio del fuso mitotico e nella formazione 
dell’assonema degli spermi. Infine, nei vertebrati sono state identificate famiglie 
multigeniche molto ampie, che codificano per sei isotipi α e sette isotipi , con 
localizzazioni spaziali diverse e livelli d’espressione altrettanto diversi. Oltre alle famiglie 
di α e , sono state identificate altre famiglie di tubulina, coinvolte nella formazione dei 
MTOC. La   tubulina è stata identificata in Aspergillus nidulans ed è codificata dal gene 
mipA (Oakley et al. 1989); essa è stata localizzata  a livello del materiale pericentriolare e 
del core del centriolo (Fuller et al.1995); fa parte dei corpi basali dei ciliati (Liang et al. 
1996) e, come ho descritto sopra è coinvolta nella nucleazione dei microtubuli. La 
presenza della -tubulina nei MTOC può essere correlata con la sua capacità di legarsi 
all’estremità meno dei protofilamenti di tubulina, formando insieme ad altre proteine il 
complesso ad anello. Studi recenti, condotti in Tripanosoma brucei, hanno dimostrato che 
la -tubulina è anche indispensabile per la formazione del flagello, infatti i flagelli che si 
formano dopo il silenziamento del gene, codificante per l’isotipo , sono immobili; i 
flagelli presentano infatti una struttura 9+0 anziché 9+2, mancando della coppia centrale di 
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microtubuli (McKean et al., 2003). La δ tubulina è stata identificata in Clamydomonas, 
come prodotto del gene UNI3; è coinvolta nella flagellogenesi, nella formazione del corpo 
basale e nella divisione cellulare.  Il cDNA codificante per la δ tubulina è stato identificato 
anche in mammifero, dove potrebbe avere una funzione tessuto-specifica. La δ tubulina 
infatti è associata all’anello perinucleare dei microtubuli del manicotto, unica struttura 
citoscheletrica trovata negli spermatidi in via di sviluppo (Smrzka O.W. 2000). Anche la ε 
tubulina è stata identificata in Clamydomonas , dove viene codificata dal locus BLD2. 
Esperimenti di silenziamento genico hanno dimostrato che, l’isotipo ε è fondamentale per 
la formazione della struttura corpi basali/centrioli, avendo un ruolo importante 
nell’allungamento, stabilità e mantenimento di tale struttura (Dutcher S.K. 2003). La ζ 
tubulina è stata scoperta in Trypanosoma, ma successivamente si è visto che anche questo 
membro della superfamiglia è presente in altri organismi. È stata anche dimostrata una sua 
localizzazione a livello della regione del corpo basale in Trypanosoma e a livello della 
regione centriolare in alcune cellule animali. La tubulina η è molto meno presente tra i vari 
organismi, rispetto agli altri isotipi di tubulina; è stato identificato in Paramecium, dov’ è 
codificata dal gene sm19. Mutanti SM19-1 (in Paramecium) mostrano un fenotipo in cui è 
inibita la duplicazione del corpo basale, è ridotto l’apparato orale e presentano una 
delocalizzazione della γ tubulina. Sebbene non si abbiano precise informazioni riguardo la 
funzione, la delocalizzazione della γ tubulina potrebbe indicare un possibile ruolo della η 
tubulina nel legame della γ tubulina al corpo basale (Chang  2000; Dutcher SK 2003; 
Vaughan 2000). Per la tubulina ι non si hanno ancora sufficienti dati sperimentali per 
formulare un’ipotesi riguardo il suo ruolo nella dinamica dei microtubuli. 
 
 
Modifiche post-traduzionali della tubulina. 
 
Le tubuline α e  vanno incontro a numerose modifiche post-traduzionali, che 




La tubulina  presenta un sito di fosforilazione a livello della Ser444 (Diaz-Nido et al,1990), 
non si sa quale sia, in vivo, l’enzima coinvolto nel processo di fosforilazione , ma in vitro 
la reazione è mediata dalla Caseine kinase II (CkII). Alcuni residui di Tyr sia negli isotipi α 
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che in quelli   possono essere fosforilati (tubuline di nervi di ratto); la fosforilazione a 





Molte α e  tubuline vengono acetilate a livello della Lys40, il gruppo acetile è aggiunto in 
posizione  . Alcuni dati sperimentali indicano una maggiore stabilità delle tubuline 
acetilate, in presenza di droghe antitubuliniche (Geyp et al., 1996). Studi recenti hanno 
dimostrato che l’acetilazione delle subunità dei microtubuli influenza il meccanismo e la 
polarità del traffico vescicolare lungo l’assone dei neuroni, infatti inibendo l’acetilazione 
della Lys
40
 viene influenzata la capacità della Kinesina-1 di legarsi ai microtubuli. 
L’incremento dello stato di acetilazione delle tubuline comporta, invece,  una variazione 
nella direzionalità del traffico vescicolare (Reed et al. 2006). 
 
Ciclo di tirosinazione/detirosinazione 
 
Fatta eccezione per la tubulina  α4 dei mammiferi, tutti gli altri isotipi sono codificati con 
un residuo di Tyr in posizione C-terminale. Il residuo è spesso rimosso da una specifica 
carbossipeptidasi. Un altro enzima, la Tubulina-Tirosina ligasi può aggiungere nuovamente 
il residuo di tirosina (Gu et al.,1988). La tubulina tirosinata e quella detirosinata possono 
essere correlate con microtubuli funzionalmente diversi, all’interno della stessa cellula per 
esempio, in colture di neuroni retinali di pollo, sono stati trovati microtubuli tirosinati in 




La glutamilazione (come la glicilazione) è la principale modifica post-traduzionale delle α 
e  tubuline che si trovano nei neurotubuli, nei centrioli e negli assonemi. (Kann et 
al.,2003). Consiste nell’aggiunta di residui di glutammato, sempre nella regione C-
terminale sia delle molecole α che nelle  (Eddè et al, 1990), è una modifica che coinvolge 
il 45-50% delle tubuline murine e l’85% di quelle cerebrali bovine. L’aggiunta delle catene 
avviene nel gruppo -carbossilico in un residuo di Glu. In Drosophila melanogaster, le 
isoforme di α e  presenti nei microtubuli neurali e nei flagelli degli spermi, sono 
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fortemente poliglutamilate, diversamente da quelle presenti in altri distretti tissutali. Questi 
dati hanno fatto ipotizzare un ruolo essenziale della glutamilazione nei processi di 
differenziamento e nella stabilità dei microtubuli neurali (Bobinnec et al.,1999). Le α e  
tubuline che costituiscono i microtubuli delle cellule neurali del pesce artico Notothenia 
coriiceps , presentano questa modifica chimica; ma diversamente da quanto accade in altri 
organismi (come drosophila e mammiferi) dei quattro isotipi di  tubulina presenti nel 
pesce artico, le forme non glutamilate sono più abbondanti di quelle glutamilate, inoltre 
l’isotipo neurale dell’α tubulina, pur essendo modificato, presenta una catena di residui 
acido glutammico molto più corta di quella presente nelle tubuline neurali di mammifero. 
A partire da questi dati Redeker ed altri hanno ipotizzato un ruolo di tale modifica nella 
polimerizzazione dei microtubuli a temperature molto basse (da -2 a +2 °C; Redeker, V., 
2004). Le β tubuline di classe IVa e di classe I isolate da cervello di topo sono 
poliglutamilate, le prime a livello del residuo di Glu
434
, le seconde a livello del residuo di 
Glu
441
, entrambe  le modifiche sono localizzate nel dominio C-terminale delle proteine, 




La poliglicinazione infine si osserva a livello di un residuo di acido glutammico, il numero 
di glicine aggiunte  può variare da 2 a 40. Questa modifica post-traduzionale  si ritrova 
spesso nelle α e  tubuline degli assonemi.  La subunità C-terminale delle α e β tubuline 
degli assonemi contiene dai 3 ai 34 residui di Glicina aggiunti (Redeker et.al., Science, 
1994). La poliglicinazione degli assonemi sembrerebbe avere un ruolo importante per la 
formazione dei Tubuli B dell’assonema di cilia e flagelli. Studi condotti in Tetrahymena e 
Paramecium hanno dimostrato che lo stato di glicinazione dei microtubuli influenza la 
stabilità stessa del tubulo B. La variazione del livello di glicinazione può implicare, oltre 
alla destabilizzazione del microtubulo, l’accumulo di materiale denso nella matrice ciliare 
e una generale compromissione del trasporto lungo l’assonema (Redeker, V. et al., 2005). 
Si è ipotizzato che la distribuzione subcellulare delle diverse isoforme poliglicinate delle 
tubuline dipenda da un meccanismo di regolazione dello stato di glicinazione, infatti 
sempre in Paramecium si è visto che le tubuline citoplasmatiche sono meno poliglicinate 
rispetto a quelle del flagello, a causa alla presenza, nel citoplasma, di enzimi responsabili 
della deglicinazione delle subunità di tubulina, (Bre, M.H., 1998). Per quanto riguarda il 
riccio di mare, sono state isolate le α e β tubuline dello spermio di P. lividus. Le α  tubuline 
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sono sia poliglicinate che poliglutamilate; mentre le β tubuline sono solo poliglicinate. A 
livello della Glu
438
 del dominio C-terminale delle β tubuline le glicine addizionate sono 11, 




Organizzazione strutturale dei geni di tubulina 
 
Le α e le  tubuline sono codificate da famiglie multigeniche. Il numero dei geni di 
ciascuna famiglia varia nelle diverse specie; troviamo infatti da 1-2 geni nei funghi  a 20 
nei mammiferi e di questi gran parte sono pseudogeni. Si definiscono pseudogeni (o geni 
non funzionali) sia le sequenze ad alta omologia strutturale con i geni funzionali, che 
pseudogeni maturati, ovvero provenienti da eventi di retrotrascrizione, a cui recentemente 
è stato assegnato un possibile ruolo nella progressione del cancro. (Belda-Iniesta 2004).  
L’organizzazione strutturale dei geni di α e le  tubulina nei vertebrati è molto conservata 
(Figura 4). I geni che codificano per le α tubuline presentano generalmente tre introni (a 
volte il terzo non è presente); il primo introne interrompe la struttura genica generalmente 
dopo il codone codificante per il primo aminoacido; il secondo introne cade dopo il codone 
codificante il 76° aminoacido, mentre il terzo, se è presente, tra il 125° e il 126° codone. 
Nei geni codificanti per le tubuline  dei vertebrati si trovano tre introni, che sono 
localizzati dopo i codoni corrispondenti agli aminoacidi 19, 56 e 95. (Little et al. 1988; 
Dibb et al. 1989). Sebbene questa sia l’organizzazione genomica più frequente, ci sono 
anche delle eccezioni; infatti in Onchocerca gibsoni, un diptero, sono stati trovati nel gene 
Figura 4: Struttura del gene di tubulina, degli pseudogeni umani, e la loro 





di β tubulina 11 introni; in Microbotryum violaceum  (una pianta) un altro gene di β 
tubulina presenta ben 14 introni (Shi TL, Perlin MH 2001; Margutti-Pinto ME et al. 1995). 
Per quanto riguarda la disposizione dei geni  di tubulina nel genoma delle varie classi, si sa 
molto poco, alcune informazioni riguardano gli eucarioti unicellulari che sembrano 
possedere organizzazioni differenti. Trypanosoma, per esempio, presenta 
un’organizzazione più complessa; infatti alcuni geni  sono raggruppati e legati in 
ripetizioni (α / β)n , con un’unità base di ripetizione di lunghezza variabile (Maingon R et 
al. 1988). Il genere Leishmania, invece, ha 7 – 12 geni per famiglia, raggruppati in 
sequenze ripetute del tipo αn, βn, tranne che per Leishmania major, dove si hanno i geni α 
dispersi in un cromosoma, mentre i geni per la β tubulina presentano un locus in un 
cromosoma, con due copie organizzate in tandem, e le altre disperse in vari cromosomi 
(Spithill TW, Samaras N 1987). Infine, per quanto riguarda il riccio di mare, Alexandraki e 
Ruderman (1983), hanno dimostrato che i geni che codificano per le α e le β tubuline non 
sono organizzati come ripetizioni in tandem di unità identiche, ma sono distribuiti in 
regioni diverse del genoma. 
 
 
Gli isotipi neurali della tubulina e la loro regolazione genica. 
 
In quasi tutti gli organismi è stata descritta l’espressione di uno o più isotipi di tubulina 
specifici per il tessuto neurale; sebbene ciò abbia destato molto interesse al fine di 
comprendere quale possa essere il loro ruolo funzionale, ben poco si sa sulla regolazione 
trascrizionale dei geni che codificano per questi isotipi di tubulina. Alcuni dei lavori svolti 
hanno come modello di studio Drosophila melanogaster. Come ho riportato 
precedentemente, quest’organismo presenta quattro geni che codificano per le α tubuline e 
tre per le  tubuline. Studi funzionali di trasformazione della linea germinale di 
Drosophila, con costruzioni transgeniche contenenti le sequenze del promotore del gene α2 
di tubulina, clonate in frame col gene reporter LacZ, hanno dimostrato che l’isotipo α2 
viene espresso, nell’individuo adulto, oltre che nelle gonadi maschili, anche negli organi 
cordotonali ovvero organi sensoriali del sistema nervoso periferico del moscerino. 
L’isotipo 3 (sempre in Drosophila) ha un pattern d’espressione molto complesso; infatti 
viene espresso in momenti e in tipi cellulari diversi durante tutto lo sviluppo sia embrionale 
che dell’adulto. Allo stadio di pupa, l’isotipo 3 viene espresso esclusivamente e 
temporaneamente in un unico subset di neuroni, da cui si differenzierà il nervo ottico 
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dell’adulto; infatti 3 viene, insieme a 1, co-assemblato nei microtubuli dei neuroni; 
successivamente, quando si differenzia il nervo ottico dell’adulto, i microtubuli 
presenteranno soltanto l’isotipo 1 (Matthews, 1989; Theurkauf,1993). La mancata 
espressione del gene 3, ottenuta mediante l’inattivazione del patway di Hedgehog, ha 
portato, sin dallo stadio di pupa, alla presenza del sistema visivo dell’adulto, suggerendo 
che la tubulina 3 conferisca transitoriamente particolari caratteristiche ai microtubuli in 
cui viene incorporata, in particolare, la sua presenza probabilmente impedisce il 
differenziamento del  sistema visivo dell’adulto (Holey H.D.,  2000). Il gene che codifica 
per l’isotipo di tubulina 1 presenta un complesso network di regolazione trascrizionale; è 
trascritto infatti sia durante l’oogenesi, che nell’embriogenesi, dove è espresso a livello del 
sistema nervoso centrale e negli apodemi, le strutture di attacco dei muscoli somatici di 
Drosophila. Lo studio funzionale del promotore del gene 1, ha dimostrato che la corretta 
espressione ad alti livelli del gene, dipende da tre moduli diversi: la sequenza upstream 
compresa tra -2348bp e -1136bp; gli elementi del promotore prossimale e la regione al 5’ 
del primo introne. Nessuno di questi 3 moduli da solo è capace di indurre l’espressione 
genica corretta. L’introne è inoltre fondamentale sia per l’espressione materna, che per 
quella a livello del sistema nervoso centrale. Analisi funzionali di costruzioni transgeniche 
delete di tale sequenza,  non solo inducono una drastica riduzione dell’espressione del gene 
reporter, ma  anche la mancanza della corretta espressione spaziale del gene. All’interno  
delle sequenze introniche di 1, sono stati identificati due elementi molto conservati, 
denominati IE1 ed IE2. IE1 è costituito dalla sequenza palindromica 
“CAAAATGGCGTCATTTTTG”; l’elemento IE2 contiene gli stessi motivi di IE1 e in più 
la sequenza “ATTTTTG”, ripetuta una seconda volta, ma sul filamento complementare. Le 
analisi funzionali di delezione di ciascuno dei due elementi, hanno dimostrato che IE1 è 
indispensabile per l’espressione neuronale di 1, ma non ha alcun effetto sull’espressione 
materna, è infatti un enhancher neurospecifico; mentre IE2 è fondamentale per 
l’espressione materna di 1, ma non ha  alcun effetto sull’espressione neurospecifica 
(Köhler, J. 1996). E’ noto dalla letteratura che i geni della classe III  della -tubulina sono 
up-regolati  durante la rigenerazione degli assoni nervosi e deregolati in diversi tipi di 
tumori e di malattie neurodegenerative, pertanto Moody e collaboratori (2002) hanno 
intrapreso lo studio del promotore del gene che codifica per l’isotipo 3 in ratto, dal 
momento che questo animale costituisce un buon modello per lo studio delle malattie 
neurodegenerative.  Mediante analisi funzionali, condotte utilizzando costruzioni 
transgeniche contenenti il gene reporter CAT, è stato dimostrato che le prime 131bp del 
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promotore sono sufficienti ad indurre l’espressione del gene reporter, ma che il livello 
d’espressione incrementa di quattro volte nelle cellule trasfettate con le costruzioni 
contenenti  altre 490 bp di promotore (elemento distale). Una regione aggiuntiva che 
contiene ipotetici siti per i fattori  trascrizionali AP2, CNE (enhancher del sistema nervoso 
centrale) e la E-Box. 
 
L’embrione di riccio di mare come sistema di studio. 
 
L’embrione di riccio di mare è stato ampiamente usato per studiare gli eventi precoci dello 
sviluppo embrionale. Molti aspetti della fecondazione, della segmentazione e della 
gastrulazione sono stati inizialmente determinati negli embrioni degli echinodermi.  
(Bisgrove and Burke,1986). Vi sono una serie di motivi, che hanno portato questo sistema 
ad essere uno tra i modelli embrionali più usati, per lo studio dell’espressione genica; tra 
questi, l’esistenza di un’ampia letteratura sulla sua embriologia, morfologia e biologia 
cellulare, la permeabilità dell’uovo e dell’embrione, verso macromolecole esterne 




Embriogenesi in riccio di mare. 
 
Nell’embrione di riccio di mare si può osservare una segmentazione di tipo conservato e 
prevedibile. Le prime due divisioni dello zigote avvengono lungo l’asse animale-
vegetativo (A-V, già fissato nell’uovo vergine), una perpendicolare all’altra. In 
Strongylocentrotus purpuratus, la riorganizzazione citoplasmatica che segue la 
fecondazione, porta alla formazione, tra la seconda e la quinta divisione, dell’asse oro-
aborale (O-A), il quale forma un angolo di 45°, in senso orario, col primo piano di 
segmentazione (Cameron et al, 1989). Alla terza divisione le cellule si dividono lungo un 
piano equatoriale, si separa così, il polo animale da quello vegetativo (Cameron and 
Davidson,1990). La quarta divisione è radiale, nel polo animale porta alla formazione 
dell’ottetto di mesomeri; nel polo vegetativo, per divisione  disuguale delle cellule, si 
ottengono quattro macromeri e quattro micromeri. Questi ultimi daranno origine ai 
“grandi” micromeri ed ai “piccoli” micromeri, durante la quinta divisione (Cameron et 
al.,1991). Infine, attraverso ulteriori segmentazioni, si arriverà ad uno stadio di 64 
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blastomeri o blastula  precoce. A questo punto dello sviluppo, l’embrione di riccio di mare 
consta di cinque territori presuntivi, che andranno incontro ad un destino cellulare pre-
determinato. Ciascuno di questi territori  è composto da cloni cellulari che derivano da uno 
specifico set di cellule fondatrici (Cameron and Davidson,1990). Negli stadi tardivi 
dell’embriogenesi, le cellule appartenenti a questi territori policlonali esprimono geni che 
porteranno al differenziamento dei vari tessuti (Figura 5).  
Figura 5: Rappresentazione schematica dello sviluppo del riccio di mare. Nella 
prima riga, sono evidenziati gli stadi di 8 e 64 blastomeri. In quest’ultimo, si 
possono osservare i territori policlonali, da cui prenderanno origine tutti i tipi 




Territori policlonali e meccanismi di regolazione genica. 
 
Nel 2001 Coffman e Davidson hanno dimostrato che nello zigote di S. purpuratus vi è 
un’asimmetria del potenziale redox, che è correlata con la polarità oro/aborale 
dell’embrione. Alla terza segmentazione, questa polarità è riflessa nel destino dei 
blastomeri, che daranno origine ai derivati dell’ectoderma orale-aborale; questo territorio 
allo stadio di blastula si trova a livello del polo animale (Cox et al., 1986, Cameron 1989). 
Tra ectoderma orale ed ectoderma aborale si stabilisce gradualmente nell’embrione una 
regione di confine. I segnali che partono dalla piastra vegetativa e le interazioni tra le 
cellule dell’ectoderma orale e aborale sono necessari non solo per la specificazione, il 
mantenimento e la formazione di questa regione di confine, ma anche per la stabilizzazione 
dei territori orale-aborale. (Davidson et al., 1998). L’ectoderma aborale, nell’embrione 
avanzato e nella larva, darà  origine ad un unico tipo cellulare, l’epitelio squamoso, che 
forma la “parete” esterna della larva. Uno dei geni  marcatori di questo territorio è CyIIIa 
(cytoskeletal actin gene), che codifica per una particolare isoforma dell’actina 
citoscheletrica ed è stato ampiamente studiato in S. purpuratus. CyIIIa presenta una regione 
di regolazione, a monte del sito d’inizio della trascrizione, di 2.3 Kb, che conferisce la 
corretta espressione spaziale e temporale del gene (Figura 6). Questa regione ha 




targets, per proteine regolatrici; sono stati infatti identificati un modulo prossimale, uno 
intermedio ed uno distale. Il modulo prossimale si estende per circa 800 bp, è sufficiente a 
dare inizio alla trascrizione nella segmentazione tardiva e lega sia  regolatori positivi sia 
negativi della trascrizione. All’interno di questo modulo, sono stati identificati diversi 
Figura 6: Rappresentazione schematica della regione di regolazione in cis del gene CyIIIa di 
Strongylocentrotus purpuratus. +1: sito d’inizio della trascrizione. Ogni simbolo rappresenta un fattore 
di regolazione legato al proprio sito bersaglio. E’ stato determinato il ruolo funzionale di quasi tutti i 
fattori coinvolti: fattori ubiquitari (blu), regolatori negativi (verde), regolatori positivi (rosso), fattori di 
cui si conosce la funzione (nero); i fattori la cui attività è direttamente regolata da sistemi di traduzione 
del segnale sono ombreggiati. Per informazioni più dettagliate vedi Arnone and Davidson,1998. 
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elementi cis-agenti ed i corrispondenti fattori trascrizionali. Per esempio, a livello del sito 
P3A si lega il fattore Sp3A2, capace di controllare l’espressione di CyIIIa nell’ectoderma 
orale/aborale prima della gastrulazione. Il sito P5 controlla invece la corretta espressione 
temporale del gene, legando probabilmente il fattore SpTEF-1. E’ interessante notare che 
delezioni del sito P1 portano alla completa inattivazione del modulo prossimale ed 
influenzano quello intermedio. Quest’ultimo lega regolatori positivi, come SpRunt-1 (che 
codifica per il fattore Runx), a livello del sito P7I, e regolatori negativi, come SpZ12-1 e 
SpP7II, rispettivamente ai siti P6 e P7, che reprimono l’azione positiva di Runx. Il modulo 
intermedio ha il compito d’incrementare i livelli di CyIIIa dallo stadio di gastrula in poi 
(Kirchhammer and Davidson, 1996). Sempre nel modulo intermedio, vicino il sito target 
per Runx è stato identificato il sito P7II, una  sequenza consensus di 63 bp, che viene 
riconosciuta da un membro della famiglia Myb, cioè Spmyb. La funzione di Spmyb è 
quella di reprimere l’espressione del gene CyIIIa nell’ectoderma orale e nel mesenchima 
scheletogenico (Coffman and Davidson, 1997). Il modulo distale, infine, ha un ruolo di 
enhancer trascrizionale, infatti, la sua presenza in costruzioni contenenti uno degli altri due 
moduli, determina una variazione consistente del livello d’espressione del gene reporter 
(Kirchhammer and Davidson, 1996). Inizialmente si credeva che il prodotto del gene 
SpRunt-1, Runx, fosse non solo il transattivatore di CyIIIa, ma come questo fosse un gene 
marker dell’ectoderma aborale e quindi, che grazie ad esso iniziasse il differenziamento di 
questo territorio. Studi recenti di inattivazione dell’espressione genica, mediante 
microiniezione di oligo morfolino antisenso per Runx, hanno dimostrato che in realtà 
questo fattore trascrizionale, non solo è coinvolto nel differenziamento di quasi tutti i 
territori, ma anche nell’attivazione dei geni che controllano il ciclo cellulare quali quelli 
che codificano per le cicline B e D (Coffman J.A., 2004). Un altro gene marcatore 
esclusivo dell’ectoderma aborale è stato identificato in S. purpuratus; si tratta di CyIIIb, 
anche questo gene codifica per un’actina citoscheletrica. Nella sua regione al 5’sono stati 
identificati cinque  elementi di regolazione, tra i quali (in posizione -440) è stato 
individuato  il sito di legame, C1R, per il fattore SpCOUP-TF1. SpCOUP-TF1 è omologo 
del fattore umano COUP-TF e codifica per un recettore degli ormoni tiroidei/steroidei. E’ 
espresso a bassi livelli durante l’oogenesi e l’embriogenesi, ma probabilmente incrementa 
allo stadio di pluteo. La delezione della regione C1 del promotore determina una riduzione 
dell’espressione di CyIIIb di 2 volte (Chan et al,1992). Infine, un altro esempio di gene 
marker di questo territorio embrionale è Spec2a di Strongilocentrotus purpuratus; Spec2a 
codifica per una proteina intracellulare che lega il calcio. Il gene viene espresso a partire 
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dagli ultimi eventi della segmentazione esclusivamente nell’ectoderma aborale 
dell’embrione di riccio. Lo studio funzionale del promotore di tale gene, ha permesso di 
comprendere che l’espressione territorio-specifica di Spec2a è regolata da una sequenza 
enhancher, posta a monte, lunga circa 700bp, chiamata sequenza “RSR” (repeat-spacer-
repeat). L’elemento RSR è molto conservato ed è presente in quasi tutti i geni della 
famiglia spec; esso presenta al suo interno una sequenza di 78bp che guida l’espressione di 
un gene reporter fuso con un promotore minimo esclusivamente nell’ectoderma aborale. 
Questa sequenza di 78bp presenta 5 siti ad alta affinità per 5 diversi fattori trascrizionali: 
due elementi (uno distale e uno prossimale) per Otx/Gsc (Goosecoid), che inibiscono 
l’espressione di Spec2a a livello dell’ectoderma orale insieme ad un terzo sito per un altro 
repressore ectoderma-orale specifico, che lega l’elemento OER (Oral Ectoderm Repressor 
element) posto tra l’elemento prossimale e quello distale. Sempre in questa regione 
intermedia sono presenti  il sito di legame per il fattore CBP (CAAT-Binding Protein) e 
per un repressore endoderma-specifico o ENR (Yuh et al.,2001). L’ectoderma orale ha un 
particolare fenotipo cellulare, distinte funzioni ed un distinto destino morfologico. Tutte le 
cellule di questo territorio sono di forma allungata e cuboidale. La porzione animale 
dell’ectoderma orale da origine alla piastra neurogenica apicale, al “cappuccio” orale e 
infine allo stomodeo, nel punto in cui l’intestino contatta la parete ectodermica (Ransik and 
Davidson 1998). Anche per l’ectoderma orale sono stati identificati diversi geni marker di 
questo territorio. Il gene deadringer (dri) di S. purpuratus codifica per un fattore 
trascrizionale della  classe “ARID”(Arginin Rich Domain), espresso in maniera bifasica. 
Spdri è inizialmente espresso a partire dalle 12h fino alla formazione del mesenchima 
primario, determinando nelle PMC l’attivazione dei geni responsabili della scheletogenesi. 
Allo stadio di gastrula (20h di sviluppo) invece Spdri è espresso esclusivamente 
nell’ectoderma orale ed è responsabile del differenziamento della banda ciliata 
dell’embrione. Infatti, inattivando l’espressione genica di Spdri, si ha il mancato 
differenziamento della struttura sensoriale dell’embrione (la banda ciliata) e 
contestualmente la comparsa di caratteri fenotipici tipicamente aborali. Analisi di Real 
Time RT-PCR hanno dimostrato che i Knock down funzionali per Spdri, presentano 
elevati livelli del trascritto di Spec1, gene marker dell’ectoderma aborale, normalmente 
represso nell’ectoderma orale. Questi dati hanno suggerito l’ipotesi che Spdri sia 
un’attivatore trascrizionale generico e che tra i suoi geni target possa esserci il repressore 
tessuto (orale) specifico di Spec1 (Amore et al., 2003). Un altro esempio di gene che 
controlla il differenziamento cellulare è Hnf6. Il messaggero ha una localizzazione diffusa 
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in tutto l’embrione negli stadi di sviluppo precoci; successivamente il livello del trascritto 
diminuisce per incrementare nuovamente negli stadi embrionali tardivi, dove l’espressione 
genica di Hnf6 è ristretta a livello dell’ectoderma orale. E’ stato dimostrato che il fattore 
trascrizionale Hnf6 svolge un ruolo fondamentale per il differenziamento della banda 
ciliata e per la formazione delle spicole durante la scheletogenesi. Anche in questo caso 
sono stati condotti esperimenti di inattivazione genica, mediante microiniezione di oligo 
morfolino antisenso per Hnf6, che hanno mostrato una drastica riduzione sia nella 
formazione della banda ciliata, sia nella formazione del mesenchima scheletogenico; in 
particolare questo fattore trascrizionale è coinvolto nella regolazione di molti geni 
responsabili della migrazione e del differenziamento delle cellule PMC, come delta, wnt8, 
krox e foxA (Otim et al. ,2004). Dall’interazione tra ectoderma orale ed aborale, si origina 
la banda ciliata, che, come vedremo in seguito, è anche il sito del differenziamento delle 
cellule nervose e dell’origine dei neuroni (Cameron et al.,1990). La ciliogenesi è l’evento  
morfologico più precoce nello sviluppo del riccio di mare. Infatti, dopo una serie di 
divisioni e prima dello stadio di blastula alla schiusa, in ogni cellula dell’epitelio squamoso 
il corpo basale di ciascun blastomero fornisce la base per l’assemblaggio della struttura 
assonemale del cilio. L’assonema è un “arrangiamento” di microtubuli e proteine 
accessorie, racchiuse all’interno di un’estensione della membrana cellulare. Le cilia del 
riccio di mare non hanno tutte le stesse caratteristiche strutturali e non svolgono la stessa 
funzione; infatti, il battito delle cilia dell’ectoderma promuove il movimento 
dell’embrione, le stereocilia del ciuffo apicale, che si forma al polo animale hanno 
funzione sensoriale (proprio come quelle della banda ciliata negli stadi tardivi); infine, le 
cilia delle cellule endodermiche, in seguito all’invaginazione delle stesse, diventano cilia 
del lume e consentono il passaggio del cibo. Gianguzza, Casano et al. hanno ampiamente 
studiato il processo di ciliogenesi in Paracentrotus lividus. In particolare, mediante 
deciliazione iperosmotica, hanno stabilito che la deciliazione costituisce un evento di stress 
per il riccio di mare e causa l’induzione di una specifica proteina da stress acidica di circa 
40 kDa (1998), che viene fosforilata da parte della p38SAPK (2003) ed induce, inoltre, la 
sintesi della Hsp 40. Gli stessi autori hanno anche mostrato che la rigenerazione delle cilia, 
che avviene dopo la deciliazione, implica l’attivazione trascrizionale di specifici geni 
codificanti per isotipi diversi di tubulina. Mediante analisi di tipo “Northen blot”-
Hybridization, eseguita su RNA totali estratti da embrioni rigeneranti le cilia, Gianguzza, 
Casano et al. hanno mostrato un incremento di circa 2.5 volte del trascritto 2, e mediante 
analisi di tipo “whole mount in situ hybridization” hanno anche dimostrato la 
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localizzazione del trascritto 2  nelle cellule dell’epitelio squamoso di embrioni di 
Paracentrotus lividus allo stadio di gastrula (1996). Ciò suggerisce, quindi, il 
coinvolgimento dell’isotipo 2 nella formazione delle cilia mobili, rendendo il trascritto 2  
(ed il gene che lo codifica) un ulteriore marcatore del tessuto ectodermico. Il mesenchima 
scheletogenico, si forma dai “grandi” micromeri, che daranno origine a 32 PMC (cellule 
del mesenchima primario), ovvero le prime cellule che entrano nel blastocele una volta 
iniziata l’invaginazione. L’ingresso nel blastocele dei grandi micromeri è aiutato da 
pulsazioni cellulari, che spingono la porzione basale delle cellule all’interno della cavità 
celomatica, mentre la membrana apicale rimane temporaneamente attaccata allo strato 
ialino (Anstrom, 1992). Una volta rotti i contatti con le cellule della piastra vegetativa, le 
PMC si dividono nuovamente e continuano la loro migrazione. Infine si localizzeranno 
sulla lamina basale della porzione vegetativa del blastocele, dove interagendo con la parete 
epiteliare della cavità indurranno la formazione dello scheletro calcareo. La progenie di un 
singolo micromero non si “disperde” dopo l’ingresso nel blastocele, anzi, la progenie 
cellulare rimane organizzata in clusters (centri di spicologenesi), all’interno del loro 
quadrante di origine. Le SMC o cellule del mesenchima secondario entrano nel blastocele 
durante la seconda parte dell’invaginazione dell’archenteron. Mentre le PMC si 
differenziano nello scheletro larvale, le SMC si differenziano in diversi tipi cellulari 
mesenchimali come per esempio le cellule pigmentate e le cellule circumesofagee 
muscolari. La transizione epitelio-mesenchimale delle PMC e delle SMC si ha in seguito a 
segnali extracellulari, che utilizzando un recettore a tirosina /chinasi, attiveranno il 
pathway della ERK chinasi (Extracellular Regulator-Kinasi). La forma bifosforilata attiva 
della ERK chinasi è stata identificata sia nelle PMC che nelle SMC, proprio durante il 
momento della transizione epitelio-mesenchimale. Nelle PMC l’attivazione della ERK si 
ha, ad alti livelli tra le 13 e le 15 ore di sviluppo, allo stadio di blastula precoce, e si 
mantiene alto fino a sei ore dopo, nel momento in cui comincia l’ingresso nel blastocele. 
La ERK chinasi regola altri due geni necessari per la migrazione e, come vedremo in 
seguito, la scheletogenesi alx1 e ets1.  Nelle SMC viene anche attivato il pathway delta-
notch; in questo lineage cellulare la ERK ha come target la proteina ERG, coinvolta nel 
differenziamento delle cellule pigmentate ed ETS1 un fattore presente ad alti livelli durante 
la gastrulazione. Inoltre la ERK controlla due geni indispensabili per il differenziamento 
delle fibre muscolari: actinM e sum1, l’omologo di riccio di MyoD (Fernandez-Serra et 
al.,2004). Le cellule fondatrici del territorio dei piccoli micromeri, si dividono invece 
soltanto una volta durante l’embriogenesi, producendo una progenie di 8 cellule; queste 
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rimarranno “incastonate” passivamente nella piastra vegetativa, fino a quando non 
verranno trasportate all’interno durante l’invaginazione, posizionandosi all’apice 
dell’archenteron. Una volta a contatto con l’ectoderma esse inducono il differenziamento 
di quest’ultimo nell’endomesoderma (Kurihara H., 2005). Successivamente, staccandosi 
dalla sommità dell’archenteron migrano nella sacca celomatica, che si forma lateralmente 
alla base dell’esofago. Inizialmente si pensava che dai piccoli micromeri derivassero le 
cellule della linea germinale, ma dati sperimentali successivi hanno dimostrato che non è 
così, infatti eliminando microchirurgicamente i piccoli micromeri dagli embrioni, si è visto 
che essi sono in grado di produrre gameti normali (Ransik, Cameron and Davidson; 1996). 
Come ho riportato sopra, le PMC sono coinvolte nella scheletogenesi. Lo scheletro degli 
embrioni di riccio di mare è costituito da spicole di calcite di magnesio ramificate, 
contenenti anche in piccola quantità, proteine della matrice delle spicole. Lo scheletro è 
depositato all’interno del blastocele all’inizio della gastrulazione; infatti le PMC  
clusterizzate secernono, in posizione ventrolaterale, due rudimenti triradiati delle spicole, 
in seguito ai segnali locali provenienti dalle cellule ectodermiche. Durante la tarda 
embriogenesi, le tre braccia di ciascun rudimento vanno incontro ad allungamento, dando 
origine alle spicole ramificate a simmetria bilaterale del pluteo (Cheers, M. S. et al.,2005). 
Uno dei fattori trascrizionali, fondamentale per l’attivazione dei geni della scheletogenesi 
di S. purpuratus è Alx1; si tratta di un fattore contenente Paired-domain (di 60 
aminoacidi);  esso presenta inoltre un’elevata omologia di sequenza con  la famiglia Cart1/ 
Alx3/Alx4 dei vertebrati, anch’essa contenente omeodominio. Tra i geni target di Alx1 
sono stati identificati Sm50, Dri (Ettensohn et al.. 2003) ,Spcyp e P16. Spcyp codifica per 
la Ciclofilina, una peptidil-propril cis-trans-isomerasi (PPIase). Il gene per SpCyp è 
espresso durante lo sviluppo nei discendenti dei grandi micromeri e continua fino alla 
deposizione delle scheletro. E’ stata isolata e analizzata la sequenza del promotore di 
Spcyp, lunga 218bp; all’interno di questa sequenza sono stati individuati i siti targets 
specifici per Dri ed Ets1; l’analisi funzionale di una costruzione transgenica, contenente il 
gene reporter GFP, posto sotto il controllo della sequenza del promotore, deleta  dei siti per 
Dri e Ets1, ha permesso di dimostrare che questi siti sono indispensabili per la corretta 
espressione spaziale del gene  Spcyp (Amore,G., 2006); Un altro gene che come Spcyp, fa 
parte della “batteria dei geni”implicati nella formazione delle spicole è P16; questo 
codifica per una piccola proteina acida, ricca in glicina. Nella sua porzione C-terminale 
contiene un ipotetico dominio transmembrana. P16 non è coinvolta direttamente nella 
formazione iniziale delle spicole, ma nel loro allungamento; inattivandone l’espressione 
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infatti, allo stadio di pluteo si osservano solo i rudimenti delle spicole, anziché le spicole 
triradiate a simmetria bilaterale. La presenza del dominio transmembrana ha fatto 
ipotizzare o il coinvolgimento di P16 nella ricezione dei segnali che comportano 
l’allungamento delle spicole o un ruolo nell’assorbimento e deposizione dei biominerali 
(Cheers, M. S. et al.,2005). Casano e Gianguzza hanno dimostrato che l’attivazione della 
p38 MAPK in P. lividus è coinvolta non solo nella formazione dei rudimenti iniziali delle 
spicole, ma anche nel processo di allungamento delle spicole stesse (2003). Anche la 
piastra vegetativa deriva dai micromeri. Da essa si originano l’intestino della larva e 
diversi importanti tipi cellulari mesenchimali celomatici. In S. purpuratus è stato 
identificato un marker molecolare di questo tessuto, il gene Endo16, che codifica per una 
glicoproteina di membrana polifunzionale. Endo16 è attivato nella blastula precoce, ed è 
espresso nell’archenteron durante la gastrulazione per essere ristretto all’intestino medio 
nello stadio larvale. E’ stato dimostrato che una regione a monte del sito d’inizio della 
trascrizione, di circa 2300 bp, è sufficiente a generare il corretto pattern di espressione di 
Endo16 (Yuh and Davidson,1996). Sono stati identificati 38 siti di legame per fattori 
trascrizionali specifici ed altri ancora (più di 20) per fattori generali della trascrizione 
(Figura 7). Anche questo gene, come CyIIIa, presenta un’organizzazione modulare del 
promotore, fondamentale per una corretta espressione spazio-temporale. Il modulo 
prossimale A, da solo, è sufficiente a localizzare l’espressione del gene nella piastra 
vegetativa e nell’archenteron; esso è essenziale per la regolazione negativa esercitata  dai 
moduli E,F e DC sull’espressione spaziale del gene. I moduli E e F inibiscono 
l’espressione di Endo16 nell’ectoderma che circonda la piastra vegetale, mentre il modulo 
DC inibisce il gene a livello del mesenchima scheletogenico. E’ importante sottolineare 
che nessuno di questi moduli funziona in assenza del modulo A (Yuh et al,1994; Yuh and 
Figura 7: Rappresentazione schematica della regione di regolazione in cis del gene 
Endo 16 di Strongylocentrotus purpuratus (Arnone and Davidson, 1997). Per la 





Davidson, 1996). Recentemente è stato identificato il gene il cui prodotto regola 
l’espressione di Endo 16: Br1/2/4. Esso viene attivato allo stadio di blastula, ma la sua 
espressione incrementa di dieci volte allo stadio di gastrula (stadio in cui Endo 16 viene 
espresso); Br1/2/4 codifica per un fattore trascrizionale, il cui dominio POU si lega al 
modulo B del promotore di Endo 16. L’inattivazione dell’espressione genica, mediante 
microiniezione di oligo morfolino antisenso (MASO) per Br1/2/4, ha mostrato che, in 
assenza di questo fattore trascrizionale, la formazione dell’intestino è fortemente ritardata. 
Inoltre analisi di Real-Time RT-PCR hanno mostrato che il livello del messaggero di Endo 
16 negli embrioni microiniettati con oligo morfolino è notevolmente ridotto (Yuh et al. 
2005). Br1/2/4, insieme a Wnt8, sembrerebbe essere coinvolto nell’attivazione di un altro 
gene responsabile della specificazione endomesodermica, Blimp1/Krox; esso codifica per 
un fattore trascrizionale con dominio di legame al DNA Zinc-finger. Esistono due isoforme 
diverse di questo fattore che provengono da eventi di splicing alternativo. La forma 
“blimp1/krox b” viene espressa nei primi stadi di sviluppo, durante la segmentazione (6-9 
h dopo la fecondazione), si accumula nei grandi micromeri, subito dopo (10 h di sviluppo) 
il messaggero è confinato nelle veg2, le cellule precursori dell’endomesoderma, per 
scomparire e successivamente essere nuovamente espresso nell’endomesoderma (18h) e 
nell’intestino dell’embrione (dallo stadio di gastrula in poi). Inattivando l’espressione di 
blimp1/krox, si è visto che in mancanza di questo fattore trascrizionale gli embrioni non 
formano l’archenteron.  Infine, un altro gene CyIIa (citoskeletal actine gene), come 
Endo16, viene espresso  durante lo sviluppo tardivo nell’intestino intermedio e posteriore 
(viene, inoltre, attivato in modo transitorio nel mesenchima scheletogenico).  
Il complesso pattern d’espressione di CyIIa è regolato da una sequenza di circa 450 bp, al 
cui interno, è stato  identificato il sito responsabile della trascrizione del gene negli stadi 
tardivi. Si tratta dello stesso sito “En” trovato nel modulo B di Endo16 (CATGAATA), che 
però  in CyIIa è presente in doppia copia. Il fattore trascrizionale legato da questi siti è lo 
stesso di Endo16, ovvero SpGCF1.  
 
 
Gene Regulatory Network. 
 
I meccanismi di regolazione genica di riccio di mare, che ho fin qui descritto, sono in 
realtà,  solo una piccola parte di quelli già noti e di quelli attualmente in studio. 
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L’embrione di Strongylocentrotus purpuratus già da diversi anni, viene utilizzato come 
sistema di studio per il progetto “Gene Regulatory Network” (GRN).  
 
 
Questo progetto, portato avanti da Davidson e collaboratori, prevede l’identificazione di 
tutti quei geni che codificano per fattori regolatori dello sviluppo embrionale; Infatti lo 
sviluppo embrionale, in tutte le sue fasi, è il prodotto di una vasta e articolata “rete” (o 
network) di controllo genico, costituita appunto dall’insieme dei geni regolatori i cui 
prodotti “condizionano” il funzionamento sia di altri geni regolatori, che dei geni strutturali 
posti a valle e responsabili della comparsa di  tutti quei caratteri morfologici che sono 
caratteristici di ogni individuo (o specie). Il “compito” che ognuno di questi geni svolge 
all’interno del network viene identificato mediante “perturbatazione  sperimentale”, 
facendo o il “Knock-down” funzionale (mediante microiniezione di oligo morfolino 
antisenso) del gene oppure sostituendo il prodotto genico con una forma dominante 
negativa. Uno schema rappresentativo di GNR è riportato in Figura. 8. 
 
Figura 8: Schema rappresentativo del Gene Regulatory Network di Strongylocentrotus 
purpuratus. (Davidson e collaboratori 2006) 
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Il sistema nervoso in riccio di mare. 
 
Il sistema nervoso nel  riccio di mare è coinvolto nel controllo del nuoto, della nutrizione e 
della metamorfosi. Le strutture neurali delle larve degli echinodermi sono costituite da: il 
ganglio apicale, i gangli orali, i gangli laterali e la banda ciliata. Fino ad oggi non è ancora 
stato chiarito se esiste, e quale sia, un processo di differenziamento del sistema nervoso 
dell’individuo adulto da quello della larva, nè quali siano le correlazioni tra i sistemi 
nervosi delle diverse larve degli echinodermi (Nakajima et al. 2004). La banda ciliata è una 
struttura sensoriale che regola la motilità degli embrioni e la direzionalità del nuoto, mentre 
il ciuffo apicale permette all’embrione di captare la presenza delle barriere fisiche . Studi, 
condotti su Dendraster excentricus, hanno mostrato che il tessuto nervoso di 
quest’organismo si origina da un piccolo numero di cellule della piastra animale, allo 
stadio di gastrula tardiva. Queste cellule, incrementando in numero, porteranno alla 
formazione dei neuroni e di tratti di assoni che si trovano all’interno della banda ciliata, 
localizzata nella porzione orale del pluteo (Bisgrove and Burke, 1986). Più precisamente, 
prima della formazione della bocca, si ha l’appiattimento di un lato della gastrula (stadio di 
prisma), questo origina il campo orale, che si trova separato dall’ectoderma aborale per 
mezzo della banda ciliata. In seguito, si assiste al piegamento dell’asse animale-vegetativo, 
l’ectoderma aborale si estende e si forma un nuovo piano di simmetria del corpo della larva 
(Hörstadius, 1973; Giudice, 1986; Davidson, 1986). Lungo l’anello ciliato si formano le 
braccia orali e anali, che presentano una frangia ciliare sul loro margine. A livello di questa 
fascia si trovano molte cellule nervose, raggruppate in due gangli. Il ganglio apicale si 
trova tra le braccia orali (nell’acron), i gangli orali, invece, nell’orlo inferiore della bocca, 
associati ai muscoli esofagei. Nakajima ha evidenziato la presenza di cilia avvolte (o 
coiled), sommerse sotto lo strato ialino presente sulla superficie della larva. Una volta che 
questo  strato viene rimosso con tripsina, le cilia  dell’ectoderma orale emergono e 
mostrano una funzione sensoriale. L’arrangiamento dei microtubuli è in generale simile a 
quello evidenziato nelle cilia motili, tuttavia in quelle “coiled”, non sono stati evidenziati 
ponti di dineina e possono trovarsi organizzazioni dei microtubuli del tipo “9+2” o “9+0” 
(Nakajima, 1986). Yaguchi e Katow (nel 2000) hanno dimostrato che le prime cellule che 
si differenziano nel ciuffo apicale sono i neuroni serotonergici (SAG), che proiettano i loro 
neuriti al neuropilo centrale, negli embrioni allo stadio di gastrula precoce. Il numero delle 
cellule neurali varia  da  uno a quattro da individuo ad individuo. Sebbene gran parte delle 
cellule serotonergiche siano localizzate ad entrambi i lati dell’asse antero-posteriore 
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dell’embrione, in alcuni casi esse si trovano esattamente lungo l’asse, suggerendo che la 
localizzazione non è determinata in modo preciso. Il numero delle cellule SAG, 
nell’embrione, varia durante lo sviluppo, più precisamente mentre allo stadio di gastrula, il 
numero delle cellule apicali serotonergiche è di due o tre, alle 48 ore di sviluppo il numero 
incrementa fino a cinque-sette, per arrivare a 10 alle 72 ore di sviluppo (Yaguchi, S. 2000). 
Le cellule SAG non sono tra di loro fittamente stipate, ma separate l’una dall’altra da 
poche cellule epiteliali non serotonergiche. I gangli laterali, che si trovano sul lato destro e 
sinistro della larva tra la banda ciliata pre-orale e post-orale, sono costituiti da un cluster di 
neuroni dopaminergici associati con la banda ciliata laterale (Bisgrove e Burke, 1986). In 
Paracentrotus lividus sono stati identificati gli isotipi assonemali, neurospecifici di 
tubulina α2 e β3, espressi inizialmente  nelle cellule SAG del dominio apicale ed in un 
secondo tempo sia nei neuroni serotonergici che dopaminergici dei diversi gangli, nonché 
nelle cellule che costituiscono la banda ciliata. Mediante tecniche d’ibridazione in situ 
(Figura 9), si è visto, infatti, che sia il messaggero di PlTα2 che quello di 3 allo stadio di 
Figura 9: Localizzazione spaziale del trascritto 2 e 3. E’ evidente allo stadio di blastula la 
localizzazione in poche cellule epiteliali sottostanti il ciuffo apicale; allo stadio di gastrula è 
confermata questa localizzazione e il trascritto di 2 inizia a localizzarsi anche a livello della banda 
ciliata; localizzazione quest’ultima ancora più evidente allo stadio di prisma, infine allo stadio di 
pluteo oltre ad una netta localizzazione a livello della banda ciliata, si può notare una localizzazione 
a livello dei gangli orali ed apicali. La localizzazione del trascritto 3 è coincidente con quella di 2 
in tutte le strutture neurali. 
 
 27 
blastula sono localizzati nelle cellule SAG sottostanti al ciuffo apicale. L’espressione di 
entrambi i geni aumenta progressivamente negli stadi embrionali successivi ed allo stadio 
di prisma si estende in tutta la banda ciliata. Infine, nel pluteo i due trascritti sono presenti, 




Struttura della Cromatina. 
 
L’espressione genica degli eucarioti è il risultato dell’azione conflittuale di meccanismi di 
attivazione repressione/silenziamento, ed il meccanismo di compattamento e 
decompattamento del DNA cromosomale rappresenta un meccanismo proto tipico di 
questa azione conflittuale. Il DNA cromosomale si organizza, infatti, in una struttura che 
può assumere diversi livelli sequenziali di condensazione, che prende il nome di 
cromatina: una fibra composta da DNA e da proteine, istoniche e non istoniche. Alla 
famiglia istonica appartengono piccole proteine basiche ricche in arginina e lisina, mentre 
le proteine non istoniche, molto diverse tra loro, possiedono attività strutturale, enzimatica 
e regolativa. La subunità fondamentale della cromatina è il nucleosoma, costituito da 
segmento di DNA di 146 bp, che si avvolge attorno ad un ottametro istonico (core 
particle). L’ottamero consiste di due copie di ognuna delle quattro proteine istoniche, H2A, 
H2B, H3 e H4; in particolare esso deriva dall’assemblaggio iniziale di due etero dimeri 
H3/H4, che formano un tetramero cui si associano due eterodimeri H2A/H2B. Più 
particelle nucleosomali sono connesse tra loro mediante un segmento di DNA (DNA 
linker), di lunghezza variabile, a formare una struttura a filo di perle o fibra di 11 nm. La 
fibra di 11 nm può andare incontro ad ulteriore condensazione formando la fibra di 30 nm, 
per successiva interazione con l’istone H1 (interazione che può essere “aiutata” o 
“contrastata” dall’azione delle code degli istoni dell’ottamero) . La struttura molecolare 
della fibra di 30 nm può essere rappresentata da un’organizzazione a solenoide, con sei-
otto nucleosomi per giro, oppure da un’organizzazione a zig-zag. L’istone H1, che non fa 
parte dell’ottamero istonico, è presente in numero dimezzato rispetto agli altri istoni (del 
core nucleo somale) e probabilmente si associa all’esterno del nucleosoma, a livello del 
DNA linker. La fibra di 30 nm, a sua volta, si avvolge a formare anse ancorate ad uno 
scaffold proteico (fibra di 300 nm) che costituiscono singole unità strutturali/funzionali 
della cromatina, ed infine la fibra si condensa ulteriormente (fibra di 700 nm) fino a 
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costituire il cromosoma metafasico. La presenza di vari livelli di compattamento della 
cromatina permette di suddividerla in due organizzazioni strutturali funzionalmente 
distinte: l’eucromatina e l’eterocromatina. L’eucromatina presenta un’organizzazione 
strutturale meno compatta, rispetto a quelle dell’eterocromatina, ed è sede dei processi 
trascrizionali. Nella cromatina si possono anche identificare unità cromatiniche 
funzionalmente indipendenti, delimitate da elementi di confine che servono a “proteggere” 
i geni da essi delimitati dagli effetti di variegazione di posizione (PEV), cioè contro 
l’avanzamento e la formazione di eterocromatina. Una caratteristica peculiare 
dell’eucromatina è la presenza di siti di ipersensibilità alle nucleasi, che etichettano le 
sequenze legate da fattori proteici nucleari, coinvolti nell’attivazione trascrizionale che 
interrompono la regolare distribuizione dei nucleosomi (fase nuleosomale). 
L’eterocromatina è invece una regione cromosomica altamente condensata i cui geni 
risultano silenti, e che al contrario dell’eucromatina presenta una ridotta sensibilità 
all’azione della DNasi. Possono essere distinte due classi di etrocromatina: eterocromatina 
costitutiva ed eterocromatina facoltativa. L’eterocromatina costitutiva è presente in tutti gli 
eucarioti superiori e permane costantemente nello stato condensato, quindi rappresenta 
DNA permanentemente silente. L’eterocromatina facoltativa corrisponde a porzioni di 




La Cromatina e la regolazione dell’espressione genica. 
 
È adesso assolutamente chiaro che l’organizzazione del DNA in cromatina non ha 
solamente una funzione strutturale di impacchettamento, ma questa essa è intimamente 
legata a processi cellulari come la replicazione del DNA, il riparo, la ricombinazione, la 
segregazione cromosomica e la regolazione della trascrizione. Dal punto di vista 
funzionale negli anni passati sono state accumulate numerose evidenze circa il ruolo dei 
nucleosomi come repressori generali della trascrizione (Han e Grunstein, 1988). È tuttavia 
diventato sempre più evidente che la struttura della cromatina, ed in particolare la sua 
dinamicità, gioca un ruolo attivo anche nella repressione e/o nell’attivazione temporale e 
tessuto specifica di specifici geni. La regolazione dinamica della trascrizione mediata dalla 
cromatina coinvolge diversi meccanismi come il posizionamento dei nucleosomi, il 
rimodellamento cromatinico e la modificazione post-trascrizionale degli istoni (Kornberg e 
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Lorch, 1999). La competizione per i siti di legame al DNA fra i nucleosomi ed i fattori di 
trascrizione è un tema comune della regolazione della trascrizione all’interno di un 
contesto che riguardi la cromatina. Ad esempio, il nucleosoma posizionato nel gene 
codificante l’rRNA 5S copre la regione da -70 a +91, di conseguenza include la regione 
interna di controllo (-45/+95), e si colloca sul sito di riconoscimento per il fattore basale di 
trascrizione TFIIIA immediatamente sulla sua estremità (+81/+91; Simpson e Stafford, 
1983). I nucleosomi sono stati trovati a ricoprire le cassette TATA del geni repressi 
trascritti dall’RNA polimerasi II. Questo è stato osservato ad esempio per il gene del 
lievito codificante l’alcol deidrogenasi II , ADH2 (Verdone et al., 1996). La presenza di un 
nucleosoma sulla TATA box si ritiene possa inibire l’accesso della TBP al suo sito di 
legame. Durante l’attivazione il DNA nucleosomale del promotore di questi due geni (5S e 
ADH2) diventa più accessibile agli enzimi di restrizione o alla DNA endonucleasi 
(Verdone et al., 1996). In entrambi i casi il rimodellamento cromatinico è stato visto 
precedere la trascrizione vera e propria(Verdone et al., 1996). Questo indica che 
un’apertura della cromatina è necessaria come pre-requisito durante l’attivazione, e non 
come conseguenza della trascrizione. Studi recenti hanno dimostrato che vari complessi 
proteici coinvolti nella regolazione trascrizionale operano delle modificazioni chimiche 
degli istoni ed un’alterazione della struttura cromatinica. Questa ri-organizzazione o 
rimodellamento della cromatina, generalmente dipendente da complessi multiproteici, ed è 
definita come una stabile alterazione della struttura dei nucleosomi e del posizionamento 
del DNA. I complessi proteici coinvolti nel rimodellamento cromatinico possono essere 
divisi in due gruppi principali: complessi ATP-dipendenti, che utilizzano l’energia ottenuta 
dall’idrolisi di ATP per alterare le interazioni fra istoni e DNA e complessi responsabili 
delle modificazioni covalenti delle estremità amino terminali dei singoli istoni. Tutti i 
complessi appartenenti al primo gruppo possono “rimodellare” i nucleosomi in maniera 
ATP-dipendente. Questi sono complessi formati da più sub-unità con un peso molecolare 
che va da 220 kDA fino a 2 MDa. Questi complessi ricadono in tre principali categorie che 
dipendono dalla loro attività ATPasica. In particolare la prima classe comprende la 
famiglia di proteine SWI/SNF2, che è stata trovata nel complesso SWI2/SNF2 di lievito ed 
in RSC (Cairns et al., 1994), la seconda classe di complessi rimodellatori (ACF, NURF e 
RSF) è definita dalla presenza della ATPasi ISWI, omologa ad ISWI di D. melanogaster e, 
per concludere, la classe Mi-2 caratterizzata da un’ATPasi simile alla CHD. Una seconda 
caratteristica dell’ATPasi di queste tre classi è il dominio proteico presente all’estremità C-
terminale. I complessi SWI/SNF presentano un bromodominio, i complessi ISWI 
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presentano un dominio SANT SANT e la classe Mi-2 un cromodominio. A questi domini, 
che sono peraltro conservati, è stato associato un possibile ruolo nel riconoscimento di 
specifiche strutture cromatiniche mediante l’interazione con le code N-terminali degli 
istoni. Per quanto riguarda i complessi responsabili delle modificazioni covalenti delle 
code N-terminali degli istoni presenti nella cellula, essi sono numerosi e possono 
determinare diverse modificazioni delle code istoniche. Le funzioni più caratterizzate di 
questi complessi di modificazione sono quelle delle HAT (histone acetyl-transferases) e 
delle  HADC (histone deacetylases) responsabili dei livelli di acetilazioni degli N-termini 
istonici (Kuo et al., 1998). 
 
 
Il codice istonico. 
 
La maggior parte delle modificazioni della coda N-terminale degli istoni sono mediate da 
proteine (o complessi proteici) identificate inizialmente come co-attivatori o co-repressori 
trascrizionali. Proteine (o complessi) che, reclutate dai regolatori trascrizionali (attivatori o 
repressori), mediante interazioni con l’apparato trascrizionale basale ne determinano o una 
stabilizzazione (co-attivatori) o una destabilizzazione (co-repressori). Negli anni passati le 
modificazioni post-traduzionali degli istoni sono state studiate intensamente ed è stato 
proposto un modello che tenta riassumere e far luce sulle complesse relazioni che legano 
tali modifiche ai metabolismi del DNA. Secondo questa ipotesi differenti modificazioni 
delle code istoniche lavorano sequenzialmente o combinatoriamente per costruire un vero e 
proprio “codice” istonico implicato nella modulazione dei processi cellulari (Strahl e Allis, 
2000). In accordo con il modello del codice istonico, le modificazioni delle code istoniche 
che interessano la struttura della cromatina, rendono quest’ultima più o meno accessibile ai 
fattori trascrizionali generali del macchinario basale, funzionando così da “recettori” per 
complessi multiproteici. Le modificazioni delle code istoniche identificate e caratterizzate 
sono: metilazione, acetilazione, ADP-ribosilazione, ubiquitinazione e fosforilazione. 
Considerando solamente le componenti elettrostatiche dell’assemblamento cromatinico, 
una modificazione come l’acetilazione che neutralizza le cariche  positive degli istoni, o la 
fosforilazione, la quale aggiunge cariche negative, possono dare l’avvio alla 
decondensazione della fibra cromatinica. Di conseguenza, una combinazione di un certo 
numero di differenti modificazioni delle code istoniche può essere usata per amplificare il 
segnale che porta ad un ampio cambiamento nella struttura cromatinica permettendo il 
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legame dei fattori trascrizionali. Poichè la stessa modifica può avvenire su differenti 
residui aminoacidici presenti sulle code N-terminali numerosi studi hanno evidenziato che 
una stessa modificazione che riguarda residui aminoacidici differenti o che avviene in 
combinazione con modificazioni diverse, può essere la causa di diversi stati di attivazione 
della cromatina. Ad esempio, l’acetilazione della lisina K16 della coda N-terminale 
dell’istone H4 è presente in un dominio di cromatina trascrizionalmente attiva, mentre 
l’acetilazione di K12 dello stessa coda si trova in regioni eterocromatiniche o in istoni neo-
sintetizzati (Allis et al, 1985). Un esempio differente è rappresentato dalla metilazione di 
alcuni residui dell’istone H3. Nel caso della metilazione gli esperimenti sono stati eseguiti 
utilizzando anticorpi specifici contro le lisine metilate K9 e K4 dell’istone H3. Il risultato 
mostra come la trimetilazione di H3-K4 si manifesti in regioni di cromatina in attiva 
trascrizione mentre invece la metilazione H3-K9 sia specifica per le regioni silenti di 
eterocromatina (Noma et al., 2001). È noto inoltre che le modificazioni istoniche, poiché 
possono reclutare proteine specifiche per una particolare condizione della cromatina, 
servono anche ad “etichettare” uno specifico dominio di cromatina. La forma metilata di 
H3-K9 recluta, ad esempio, la proteina eterocromatinica HP1 attraverso il suo 
cromodominio, favorendo così l’assemblaggio e la stabilizzazione dell’eterocromatina 
(Bannister et al., 2001).  
 
 
Acetilazione e deacetilazione degli istoni. 
 
I processi di acetilazione e deacetilazione degli istoni rappresentano una tappa 
fondamentale nella regolazione della trascrizione; sono processi complessi e specifici, ma 
sono anche processi reversibili. L’acetilazione è catalizzata da una famiglia di enzimi: le 
HAT (Histone Acetyltranferases), che trasferiscono un gruppo acetilico dall’acetil-CoA ad 
uno o più residui di lisina, presente nelle code N-terminali degli istoni. L’acetilazione è una 
modifica istonica capace di indurre una struttura cromatinica più rilassata, che favorisce la 
possibilità di associazione dei fattori trascrizionali, come dimostrato ad esempio da un 
aumento di sensibilità all’azione della DNasi I (Hebbes et al, 1994). Gli effetti 
dell’acetilazione si possono spiegare con il fatto che la neutralizzazione dei residui di lisina 
carichi positivamente, riduce l’affinità dell’ottamero istonico per il DNA carico 
negativamente. In particolare l’acetilazione di H2A e H2B indebolisce le interazioni del 
dimero con le estremità del DNA nucleo somale, mentre l’acetilazione di H3 e H4 fa si che 
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i superavvolgimenti del DNA vengano parzialmente rilasciati nel nucleosoma. Così come 
la metilazione, anche l’acetilazione serve ad etichettare uno specifico di cromatina: uno 
stato acetilato favorisce le interazioni tra DNA nucleosomale e fattori di trascrizione 
(Davie JR, 1997), proteine regolative che possiedono il bromo dominio si legano ad un 
dominio di cromatina acetilato riconoscendo il tag “acetilazione” (Berger S, 1999). La 
deacetilazione (mediata dalle HDAC – Histone deacetylases), che ha il compito di 
deacetilare le code istoniche mediante un meccanismo inverso a quello dell’acetilazione, 
provoca invece la repressione/silenziamento della cromatina. La deacetilazione stabilizza 
la struttura nucleosomale, per rimozione dei gruppi acetile a livello delle lisine delle code 
N-terminali , favorendo l’interazione DNA-istoni e istone-istone, ed inducendo un 
maggiore compattamento della cromatina. Il maggiore compattamento riduce/impedisce 
l’accessibilità dei gTFs e quindi dell’apparato trascrizionale basale, il che comporta 
appunto una repressione della trascrizione. Da notare che acetilazione e deacetilazione non 
riguardano esclusivamente le proteine istoniche ma possono anche riguardare i TFs 
regolandone la capacità di legare il DNA, la stabilità e la capacità di legare i coattivatori 
trascrizionali, quindi anche da questo punto di vista acetilazione e de acetilazione 




Metilazione degli istoni 
 
La metilazione delle estremità N-terminali degli istoni riguarda essenzialmente due diversi 
residui aminoacidici: la lisina e l’arginina. Per quanto riguarda l’istone H3 la metilazione 
può avvenire sulle Lys-4, Lys-9, Lys-27, Lys 36 e Lys 79; per quanto riguarda l’istone H4 
sulla Lys-20. Numerosi  studi hanno associato la metilazione della Lys-9 e della Lys- alla 
formazione di regioni eterocromatiniche. Ad esempio la proteina SUV39, la prima 
metiltrasferasi (HMT) ad essere stata identificata, metila selettivamente la Lys-9, 
riconosciuta come sito di legame per il fattore HP1 (heterochromatin-associated protein), il 
cui reclutamento è necessario per il silenziamento trascrizionale (Bannister et al, 2001; 
Grewal and Rice, 2004). La proteina HP1 potrebbe determinare la repressione indirizzando 
sul promotore un set di attività enzimatiche come le deacetilasi da cui dipende il successivo 
silenziamento. La deacetilazione e la metilazione degli istoni sembrano essere attività 
coordinate, poichè attività deacetilasiche e metilasiche sono entrambi presenti in numerosi 
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complessi. Ad esempio è stato dimostrato che il fattore Su(var)3-9 di Drosophila si associa 
con la deacetilasi HDAC1, sia in vitro che in vivo, formando una barriera tra regioni di 
eucromatina ed eterocromatina (PEV) (Czermin et al, 2001). La metilazione della lisina 4 
dell’istone H3, a differenza di quanto avviene per la lisina 9, è stata correlata invece a 
meccanismi di attivazione trascrizionale (Litt et al, 2001), in modo particolare la sua tri-
metilazione della Lys-4 (Santos-Rosa et al, 2002). Ad esempio la trimetilazione, della Lys-
4 di H3 in S.cerevisiae, ad opera del fattore Set1 è stata riscontrata in regioni codificanti, 
dove si ha il legame della RNA polimerasi II per la trascrizione genica. Anche la 
metilazione della Lys-79 di H3 è stata correlata con l’attivazione trascrizionale, ad esempio 
in lievito previene l’associazione dei complessi deacetilasici Sir. Nei nucleosomi 
dell’eucromatina, infatti, sono state identificate diverse modifiche istoniche, tra cui elevati 
livelli di metilazione nella Lys-4 e Lys-79 dell’istone H3 (Gaszner and Felsenfeld, 2006). 
 
 
Rapporto tra struttura della cromatina ed espressione genica. 
 
I promotori dei geni di classe II rappresentano l’esempio più chiaro del rapporto esistente 
tra struttura della cromatina ed espressione genica. Negli Eucarioti l’espressione dei geni è 
soggetta a livelli di controllo multipli, ma l’inizio della trascrizione rappresenta il primo e 
uno dei più importanti livelli di regolazione. Per un accurato inizio di trascrizione non è 
richiesta però solo l’RNA polimerasi II, ma sono necessari una serie di fattori generali, 
alcuni condivisi da tutte le RNA polimerasi, che servono a identificare le sequenze del 
promotore e quindi a reclutare l’oloenzima in maniera corretta. Una specifica distribuzione 
di nucleosomi (una specifica fase nucleosomale) a livello di un promotore può rendere a 
volte inaccessibili ai fattori di trascrizione i siti regolativi sul DNA, impedendo al PIC e 
all’oloenzima dell’RNA polimerasi II di svolgere la propria funzione. Negli Eucarioti i 
geni inducibili possono presentarsi in due stati funzionali diversi a seconda appunto di 
come i nucleosomi sono disposti lungo la regione del promotore (Wallrath et al., 1994). 
Una prima classe contiene i geni “predisposti” (preset) in cui le regioni regolative del 
promotore sono lasciate libere da nucleosomi durante l’assemblaggio della cromatina; su 
questi geni predisposti, subito dopo il processo di replicazione quando i regolatori positivi 
si legano ad essi, l’induzione della trascrizione avviene molto rapidamente. La seconda 
classe, i geni cosiddetti “rimodellabili”, presenta invece un altro stato funzionale: l’intera 
regione del promotore è coperta da nucleosomi e quindi, affinché si possa verificare la 
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trascrizione, è necessario che questi vengano preliminarmente disassemblati per permettere 
il legame degli attivatori trascrizionali agli elementi cis-agenti; in questo caso è quindi 
fondamentale l’azione dei complessi di rimodellamento. In entrambi i casi dunque la 
posizione precisa dei nucleosomi lungo la regione del promotore è critica per la corretta 
regolazione genica. Fra i geni “preset” già da tempo sono stati catalogati i geni “heat 
shock” di Drosophila melanogaster, chiamati così in quanto la loro espressione è indotta 
pochi minuti dopo uno shock provocato da calore. Il gene hsp 26 è l’esempio meglio 
studiato. Prima dell’induzione, sul promotore si identificano due siti ipersensibili alla 
DNasiI in corrispondenza delle due sequenze chiamate HSE “Heat Shock elements”, 
necessarie per l’induzione. L’RNA polimerasi è stata reclutata e ha superato la fase iniziale 
di inizi abortivi andando verso la fase di allungamento, tuttavia raggiunta la posizione +25  
va in stallo (Rougvie e Lis, 1990). Dopo lo shock termico il fattore HSF “Heat shock 
Factor”, che viene fosforilato, riconosce e lega le sequenze HSE inducendo l’RNA 
polimerasi II a superare la fase di stallo. Sul promotore di questo gene non si osserva 
dunque rimodellamento della cromatina, in quanto le regioni regolative non sono coperte 
da nucleosomi stabilmente posizionati, ed a questo meccanismo contribuisce chiaramente 
anche il reclutamento/stallo dell’RNA polimerasi II. Questo stato di sequenze del 
promotore libere da nucleosomi è pre-determinato dalla presenza di due elementi (CT)n che 
sono i siti di legame del fattore GAGA (Lu et al., 1993). Sono stati condotti diversi 
esperimenti per comprendere come il fattore GAGA possa determinare questo stato ed è 
stato visto che esso contrasta soprattutto la repressione mediata dall’istone H1 (Kerrigan et 
al., 1991); l’esclusione dei nucleosomi così determinata permette un efficiente formazione 
del complesso d’inizio. Il gene PHO5 di Saccharomyces cerevisiae costituisce invece un 
esempio di gene rimodellabile. Questo gene viene attivato quando nel mezzo di crescita 
sono presenti basse concentrazione di fosfato inorganico, in quanto esso codifica per una 
fosfatasi acida. Il suo promotore presenta un’organizzazione di cromatina precisa: sei 
nucleosomi coprono l’intero promotore ed in particolare il secondo nucleosoma è 
posizionato in modo tale da rendere inaccessibili i siti regolativi su cui si devono legare i 
regolatori positivi PHO2 e PHO4 necessari per l’espressione genica. Nella regione libera 
da nucleosomi, compresa tra il secondo ed il terzo nucleosoma, esiste un secondo sito di 
legame per PHO4 a cui esso si lega con modalità “indotte” dalle basse concentrazioni di 
fosfato che rendono necessaria l’attivazione genica. Il legame di PHO4 a questo elemento 
cis perturba la fase nucleosomale di 4 dei nucleosomi presenti, ed in particolare di quei 
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Il gene Tα2 di Paracentrotus lividus. 
 
Nel laboratorio nel quale ho sviluppato il mio progetto di dottorato, negli anni passati, è 
stato isolato da una libreria di cDNA costruita sui trascritti recuperati da embrioni di P. 
lividus allo stadio di gastrula, un clone codificante per l’isotipo neurale di tubulina α2 
(PlTα2). A partire da tale clone sono state preparate mediante la tecnica della PCR due 
sonde, una sulla sequenza leader ed una sul 3’-UTR (queste, oltre alle sequenze introniche, 
sono le regioni maggiormente variabili tra i vari geni di tubulina). Queste due sonde più 
una terza, corrispondente alle sequenze del cDNA codificanti per l’estremità N-terminale 
degli isotipi di α-tubulina di P. lividus, sono state utilizzate per effettuare lo screening di 
una libreria genomica di P. lividus, in tal modo è stato individuato un clone genomico 
contenente l’intera ORF del gene, le sequenze 5’- e 3’-UTR, che corrispondono a quelle 
individuate precedentemente nel cDNA, e una regione posta a monte dell’ATG di 4.5 kb. 
Le sequenze genomiche individuate sono organizzate in tre esoni e due introni, i tre esoni 
(1374 bp) costituiscono l’ORF completa della proteina (costituita da 458 aa), 1150 bp 
costituiscono i due introni e 4.5 kb di sequenze aggiuntive al 5’, contengono la presunta 
regione regolatrice. In particolar modo, il primo esone contiene una sequenza leader di 92 
bp ed il sito di inizio della traduzione (ATG), il primo introne è di 803 bp, il secondo esone 
comprende i codoni da 2 a 75, il secondo introne è di 338 bp ed infine il terzo esone 
comprende i codoni da 76 a 458 (tutta la regione C-terminale della proteina) nonché il 3’-
UTR di 89 bp ed il sito di poliadenilazione. Inoltre esperimenti di primer extension hanno 
permesso di identificare il sito di inizio della trascrizione in una “C” posizionata 95 bp a 
monte della ATG; mentre analisi comparative con le sequenze in banca dati, hanno messo 
in luce, all’interno della regione di 4.5 kb posta a monte del primo esone, una canonica 
TATA box in posizione -22/-29 che si trova 18 bp a valle di una canonica CAAT box 





invertita. Successivamente sono state effettuate analisi biochimiche utilizzando estratti 
proteici preparati da nuclei di embrioni di P. lividus allo stadio di morula e di gastrula sulle 
prime 720 bp di promotore. Con questo approccio è stato possibile identificare allo stadio 
di gastrula, mediante analisi E.M.S.A. (Electrophoretic Mobility Shift Assay), siti di 
legame specifici per proteine all’interno del presunto promotore. Tali siti, sono stati 
ulteriormente caratterizzati mediante analisi di DNase I Footprinting, in tal modo sono stati 
individuati potenziali siti di legame per AP1, CREB, TCF1, ATF ed un fattore della 
famiglia homeobox Nkx2. 
Per verificare che questa regione (promotore più leader) fosse in grado di indurre 
l’espressione del gene PlTα2, sono stati intrapresi studi funzionali, clonando l’intera 
sequenza di 720 bp, il primo codone e il primo introne a monte ed in frame col gene 
reporter LacZ (nel vettore plasmidico pNLβgal). La scelta di clonare anche la sequenza 
dell’introne è stata dettata dalla presenza in letteratura di molti studi, condotti su isotipi 
neurospecifici di tubulina in Drosophila (β1 e β3), che hanno mostrato la presenza 
Figura 11: Lo sviluppo della colorazione, dimostra che Tα2propNL-gal è capace d’indurre 
l’espressione del gene reporter LacZ, allo stadio di Gastrula, ma non allo stadio di Morula, stadio in 
cui il trascritto di PlTα2 non è espresso (rispettivamente A e B). La proteina di fusione infatti, 2-
Gal viene evidenziata per reazione colorimetrica, usando il substrato cromogeno X-gal. La 
microiniezione della costruzione priva della sequenza del promotore, non ha dato colorazione (C, 






all'interno del primo introne, di sequenze enhancer molto conservate nel corso 
dell'evoluzione, la cui delezione compromette gravemente l'espressione genica (Köhler, J., 
et al,1996). La costruzione transgenica ottenuta è stata microiniettata in uova di P. lividus. 
Gli embrioni microiniettati sono stati fissati allo stadio di morula o di gastrula e sottoposti 
a reazione colorimetrica, in presenza del substrato cromogeno X-gal. La colorazione blue 
negli embrioni allo stadio di gastrula dimostra che le sequenze regolatrici analizzate sono 
in grado di indurre l’espressione temporale del gene reporter con modalità sovrapponibile a 
quelle che regolano l’espressione temporale del gene PlTα2. Probabilmente tali sequenze 
sono in grado di indurre soltanto una espressione basale (cioè contengono almeno il 
promotore basale, Figura 11) (Costa et al.2004). Sono quindi stati condotti esperimenti di 
microiniezione utilizzando come gene reporter le sequenze codificanti per GFP a monte 
delle quali è stata clonata l’intera regione di 4.5 kb più il primo esone e il primo introne. 
Questa costruzione plasmidica (-4.5kbα2GFP, Figura 12) è stata microiniettata in uova di 
P. lividus.  Visualizzando gli embrioni microiniettati con un microscopio a fluorescenza è 
stato rilevato che la regione regolatrice estesa (4,5 Kb) analizzata in questi esperimenti è 
necessaria e sufficiente a determinare una espressione tessuto specifica del gene reporter 
sovrapponibile a quella del gene endogeno PlTα2 (Figura 13). Infatti, la proteina 
fluorescente di fusione α2-GFP si localizza a livello degli organi sensoriali dell'embrione e 
più precisamente allo stadio di gastrula a livello del dominio apicale e nelle cellule al 
confine tra ectoderma orale ed aborale, dove si differenzierà la banda ciliata. Allo stadio di 
pluteo, la fluorescenza è ristretta ad un esiguo numero di cellule a livello delle braccia e 
della banda ciliata. In seguito allo scopo di identificare le sequenze minime sufficienti a 
dirigere la corretta espressione temporale e spaziale della proteina di fusione fluorescente, 
utilizzando come stampo il clone plasmidico -4.5kbα2GFP sono stati generati una serie di 
cloni che mancano di regioni al 5’ progressivamente più ampie. L’analisi funzionale 
mediante microiniezione di uno di questi cloni,(-1.8kbα2-GFP, Figura 14), che delle 
originali 4,5 Kb di sequenze upstream ne contiene soltanto 1,8 Kb (prossimali al promotore 
basale) ha consentito di comprendere che tutte lesequenze regolative necessarie e 
sufficienti sono comprese tra -1830bp e +803bp (rispetto al punto di inizio della 






trascrizione). Successivamente,  analisi di genomica comparata condotte su PlTalfa2 e il 
gene ortologo di S. purpuratus, e analisi funzionali condotte mediante microiniezioni di 
specifiche costruzioni (promotore-introne-GFP/ promotore-GFP) indicavano che le 
sequenze capaci di regolare in maniera tessuto specifica l’espressione del gene PlTalfa2 si 
trovavano nel primo introne. 
  
Figura 13: Embrioni microiniettati con la costruzione 4.6kbproα2GFP. A,B e C allo stadio di gastrula 
gli embrioni mostrano un’intensa fluorescenza a livello dell’ectoderma orale (a livello quindi della 
banda ciliata) e come si vede in particolare in B e C anche nelle strutture sottostanti il ciuffo apicale. D, 
E ed F embrioni allo stadio di pluteo. Come si vede dalle immagini la fluorescenza è localizzata in poche 
cellule che si trovano a livello della banda ciliata 
Figura 14: embrioni allo stadio di pluteo microiniettati con le costruzioni -














Risultati e Discussione. 
  
 40 
Il progetto sviluppato durante i tre anni della mia tesi di dottorato riguarda l’analisi della 
struttura cromatinica del gene PlT2 nel corso delle diverse fasi dello sviluppo embrionale. 
Per comprendere se meccanismi di rimodellamento/modificazione sono effettivamente 
coinvolti nella regolazione trascrizionale del gene PlT2 ho deciso inizialmente di 
indagare la presenza di siti ipersensibili alla DNaseI per evidenziare l’esistenza o meno di 
un’accessibilità del promotore correlata con la finestra temporale di espressione. I siti 
ipersensibili alla DNaseI sono infatti da sempre considerati come marcatori dei geni 
trascrizionalmente attivi. Evidenze sperimentali mostrano infatti, nelle regioni in cui sono 
evidenti siti accessibili alle nucleasi, la presenza di enhancer o elementi del promotore. 
Possono quindi essere considerati come delle regioni che grazie alla loro accessibilità 
servono come sito d’ingresso nel DNA di numerosi fattori responsabili della regolazione 
genica (Reinke, 2004). Per questo motivo ho deciso di effettuare l’analisi dei siti 
ipersensibili nel promotore in embrioni a differenti stadi dello sviluppo (morula, stadio nel 
quale PlT2 non è espresso, e gastrula stadio nel quale invece PlT2 è espresso). A tal 
fine, sono state effettuate estrazioni di nuclei da colture di embrioni di Paracentrotus 
lividus ai due differenti stadi di sviluppo. I nuclei sono stati quindi trattati con 
concentrazioni crescenti di DNaseI, il DNA è stato successivamente estratto, digerito con 
un enzima di restrizione ed in seguito ad un esperimento di Southern Blot Hybridization 
ibridato con una sonda, marcata con un isotopo radioattivo, disegnata in modo opportuno 
Figura 15: A) disegno sperimentale per l’individuazione di siti ipersensibili alla DnaseI a monte del sito 
d’inizio della trascrizione. I siti per l’enzima di restrizione EcoRI determinano una regione di 4495bp 
all’interno della quale mediante la Sonda 1 è possibile determinare la presenza di siti ipersensibili (HS). 
B) disegno sperimentale per l’individuazione di siti ipersensibili alla DnaseI a valle del sito d’inizio della 
trascrizione. I siti per l’enzima di restrizione Sal1 determinano una regione di 2500bp all’interno della 





per determinare la presenza di siti ipersensibili. Al fine di evidenziare la presenza di siti 
ipersensibili alla DNaseI sia a monte che a valle del sito di inizio della trascrizione sono 
stati utilizzati due diversi disegni sperimentali (Figura 15). Per identificare eventuali siti 
ipersensibili presenti a monte del sito di inizio della trascrizione (Figura 15-A) il DNA 
estratto dai nuclei precedentemente trattati con DNaseI è stato digerito con l’enzima di 
restrizione EcoRI, che determina la formazione di una banda dal peso molecolare di circa 
4500 bp, e ibridato con la sonda 1. Come si vede dal risultato dell’esperimento di Southern 
Blot Hybridization mostrato in Figura 16, la digestione con DnaseI non evidenzia la 
presenza di bande di peso molecolare differente da quelle presenti nel DNA nucleare non 
trattato con DNaseI ma digerito con EcoRI (Figura 16, corsia 1A e corsia 1B) sia per i 
nuclei estratti da embrioni allo stadio di morula (Figura 16 B, corsie 2, 3, 4) che per i 
nuclei estratti da embrioni allo stadio di gastrula (Figura 16 A, corsie 2, 3, 4). Pertanto 
nelle regioni analizzate non sembrano essere presenti siti ipersensibili alla DNaseI. La 
presenza di bande di peso molecolare differente da 4500bp fa supporre che la regione in 
questione sia ricca di polimorfismi. Dati presenti in letteratura descrivono la presenza nel 
genoma di riccio di mare di un polimorfismo a singolo nucleotide (SNP) ogni 100 paia di 
basi e in una frequenza paragonabile variazioni causate dalla presenza di inserzioni e 
delezioni (Britten et al, 1978). Per verificare che effettivamente questa variabilità fosse 
dovuta alla presenza di polimorfismi è stato condotto un esperimento di Southern Blot 
Hybridization utilizzando DNA genomico estratto dagli spermi di 4 individui differenti di 
Figura 16: Figura 16: A) Corsia 1 - DNA estratto da nuclei di embrioni allo stadio di gastrula trattato 
con l’enzima di restrizione EcoRI. Corsie 2, 3, 4 - DNA estratto da nuclei di embrioni allo stadio di 
gastrula incubati con quantità crescenti di DnaseI e trattati con l’enzima di restrizione EcoRI. 
B) Corsia 1- DNA estratto da nuclei di embrioni allo stadio di morula trattato con l’enzima di 
restrizione EcoRI. Corsie 2, 3, 4- DNA estratto da nuclei di embrioni allo stadio di morula incubati con 





Paracentrotus lividus, digerito con l’enzima di restrizione EcoRI e ibridato con la sonda 1 





Per identificare eventuali siti ipersensibili presenti a valle del sito di inizio della 
trascrizione (Figura 15-B) il DNA estratto dai nuclei precedentemente trattati con DnaseI è 
stato digerito con l’enzima di restrizione Sal1, che taglia una regione di circa 2500 bp, e 
ibridato con la sonda 2. Come si vede dal risultato dell’esperimento di Southern Blot 
Hybridization mostrato in Figura 15, la digestione con DNaseI non evidenzia la presenza di 
bande di peso molecolare differente da quelle presenti nel DNA nucleare non trattato con 
DnaseI ma digerito con Sal1 (Figura 18, Pannello A, corsia 1) per i nuclei estratti da 
embrioni allo stadio di morula (Figura 18, Pannello A, corsie 2, 3, 4,5). Invece per quanto 
riguarda gli embrioni allo stadio di gastrula si evidenzia la presenza, nei punti con 
maggiore concentrazione dell’enzima DnaseI (Figura 18, pannello B, corsie 4 e 5), la 
presenza di almeno quattro bande dal peso molecolare differente da quelle presenti nel 
DNA nucleare non trattato con DnaseI ma digerito con Sal1 (Figura 18, pannello B, corsia 
1). Come mostrato in Figura 18 pannello C, tre di questi probabili siti ipersensibili alla 
DnaseI cadono all’interno del primo introne, il quarto cade all’interno del secondo introne. 
I risultati ottenuti sono in accordo con dati presenti in letteratura condotti su isotipi 
neurospecifici di tubulina in Drosophila (β1 e β3), che hanno mostrato la presenza 
all'interno delle sequenze introniche, di elementi  enhancer molto conservati nel corso 
dell'evoluzione, la cui delezione compromette gravemente l'espressione genica (Köhler, J., 
et al,1996). 
Figura 17: Corsia 1 - marcatore di peso molecolare. Corsie 
2,3,4,5 - DNA genomici estratti da sperma di quattro individui 





Poiché lo stato di compattamento/rimodellamento della cromatina, come precedentemente 
descritto, è intimamente correlato con modifiche post-traduzionali che avvengono a carico 
delle code aminoterminali degli istoni, secondo uno specifico codice di modificazione, un 
altro aspetto che ho voluto analizzare è stato quello di determinare se, ancora una volta nei 
due stadi di morula e gastrula, esistono modifiche post-traduzionali diverse sui nucleosomi 
assemblati sulle sequenze del promotore del gene PlT2 che possano essere correlate con 
gradi diversi di compattamento della cromatina e quindi con una diversa accessibilità. A 
tale scopo ho utilizzato la tecnica dell’immunoprecipitazione della cromatina (ChIP), una 
delle tecniche più efficaci per lo studio della regolazione genica e per lo studio della 
struttura della cromatina in vivo. È una metododica ampiamente usato per identificare le 
proteine specifiche connesse con una regione del genoma, o al contrario, per identificare le 
regioni del genoma connesso con le proteine specifiche. Queste proteine possono essere 
isoforme degli istoni modificati in un residuo specifico ma anche altre proteine associate 
alla cromatina. Quando vengono utilizzati anticorpi che riconoscono le modifiche delle 
code amminoterminali degli istoni, la ChIP può essere usata per determinare la frequenza 
di tali modifiche.  Mediante l’utilizzo di anticorpi che riconoscono specifiche modifiche 
Figura 18: A) Corsia 1 - DNA estratto da nuclei di embrioni allo stadio di morula trattato con l’enzima di 
restrizione Sal1. Corsie 2, 3, 4,5 - DNA estratto da nuclei di embrioni allo stadio di morula incubati con 
quantità crescenti di DNaseI e trattati con l’enzima di restrizione Sal1. 
B) Corsia 1 - DNA estratto da nuclei di embrioni allo stadio di gastrula trattato con l’enzima di restrizione 
Sal1. Corsie 2, 3, 4,5 - DNA estratto da nuclei di embrioni allo stadio di gastrula incubati con quantità 
crescenti di DNaseI e trattati con l’enzima di restrizione Sal1. 
C) Disposizione dei probabili siti ipersensibili alla DNaseI (HS) lungo il gene PlTa2. 
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delle code N-terminali degli istoni questa tecnica può essere utilizzata ad esempio per 
valutare il livello di acetilazione e metilazione degli istoni presenti lungo le sequenze del 
gene PlTα2 e conseguentemente per valutare eventuali differenze dello stato di 
compattamento della cromatina a differenti stadi di sviluppo. Per la preparazione della 
cromatina di riccio di mare Paracentrotus lividus gli embrioni sono stati fatti crescere fino 
allo stadio di morula o gastrula, e successivamente fissati con formaldeide. La formaldeide 
è infatti un agente cross-legante che reagisce con gli immino ed ammino gruppo delle 
proteine e del DNA. L’azione della formaldeide è stata bloccata con l’aggiunta di glicina 
125 mM finale. Gli embrioni sono stati lavati e lisati utilizzando opportune soluzioni (vedi 
materiali e metodi) e la cromatina ottenuta è stata frammentata per sonicazione, mettendo a 
punto le condizioni ottimali per ottenere frammenti delle dimensioni comprese tra 100 e 
1000 bp, e aliquotata; un’aliquota è stata utilizzata per controllare le dimensioni della 
cromatina ottenuta. Le diverse aliquote di cromatina di entrambi gli stadi di sviluppo sono 
state utilizzate per le reazioni di immunoprecipitazione effettuate con un anticorpo in grado 
di riconoscere modifiche specifiche delle code N-terminali dell’istone H3 (la lisina 9 
dimetilata -Anti-H3lys9me2-), e con un anticorpo in grado di riconoscere in modo più 
generico l’acetilazione di diversi residui della coda N-terminale dell’istone H3 ( -Anti-
H3Ac-). La scelta è ricaduta su tali modifiche della lisina 9 dell’istone H3 perché, come 
spiegato più in dettaglio nell’introduzione, sono caratteristici o di uno stato represso 
(H3K9me2) o di una stato trascrizionalmente attivo (H3K9ac). Sono stati eluiti i 
complessi, formatisi per l’interazione degli anticorpi con gli specifici residui riconosciuti 
ed è stata effettuata la reversione del cross-linking, a cui sono stati sottoposti anche 
campioni di cromatina (Input) non soggetti ad immunoprecipitazione. Il DNA così 
recuperato è stato poi analizzato per PCR, utilizzando per l’amplificazione una coppia di 
primers, E6D ed E6R, che permettono di amplificare la regione del promotore basale 
contenente la TATAbox (Figura 19). Come si può osservare in Figura 20, per quanto 
Figura 19: I primers E6D ed E6R amplificano la regione del promotore 





riguarda la cromatina estratta dagli embrioni allo stato di morula (Figura 20, pannello A) 
sono stati ottenuti gli amplificati della dimensione attesa di 200bp nelle reazioni in cui il 
templato era il DNA Input (corsia 1) e il DNA recuperato dall’eluizione e reversione dei 
complessi immunoprecipitati con-Anti-H3lys9me2- (corsia 2). I controlli negativi (corsie 4 
e 5) e il DNA recuperato dall’eluizione e reversione dei complessi con -Anti-H3ac- (corsia 
3) non hanno dato amplificati. Per quanto riguarda la cromatina estratta dagli embrioni allo 
stadio di gastrula (Figura 20, Pannello B) sono stati ottenuti gli amplificati della 
dimensione attesa di circa 200bp nelle reazioni in cui il templato era il DNA Input (corsia 
1) e il DNA recuperato dall’eluizione e reversione dei complessi immunoprecipitati con -
Anti-H3ac- (corsia 3). Il DNA recuperato dall’eluizione e reversione dei complessi con -
Anti-H3lys9me2- (corsia 2) e i controlli negativi (corsie 4 e 5) non hanno dato amplificati. 
Questi risultati sembrano interessanti perché fanno supporre che lo stato di acetilazione del 
promotore basale (genericamente correlabile con l’attivazione trascrizionale del gene) sia 
sovrapposto con il profilo di espressione del gene PlT2 e che lo stato di dimetilazione 
della lisina 9 dell’istone H3 possa essere uno stato transitorio.  
Per verificare questa ipotesi, ovvero per analizzare se specifiche modifiche degli istoni 
correlate con uno stato inaccessibile della cromatina (metilazione della lisina 9 e 
monometilazione della lisina 4 dell’istone H3) o con lo stato accessibile della cromatina 
Figura 20: Analisi mediante P.C.R. dei campioni immunoprecipitati estratti da embrioni allo stadio di 
morula (Pannello A) e gastrula (Pannello B). Corsie 1 - Input. Corsie 4 e 5 - controlli negativi delle 
reazioni di immunoprecipitazione. Corsie 2 - campioni immunoprecipitati con Anti-H3lys9me2. Corsie 





(acetilazione della lisina 9 e trimetilazione della lisina 4 dell’istone H3) variano durante lo 
sviluppo embrionale in maniera correlata con il profilo di espressione del gene PlT2 ho 
pensato di effettuare degli esperimenti di ChIP (ChIP time-course) utilizzando la cromatina 
di embrioni bloccati dopo 4 ore (morula), 20 ore, 22 ore, 24 ore, 36 ore e 48 dalla 
fecondazione per analizzare la presenza di tali modifiche lungo le varie fasi dello sviluppo 
embrionale. Diverse aliquote di cromatina di tutti gli stadi di sviluppo sono stati utilizzati 
per le reazioni di immunoprecipitazione effettuate con l’anticorpo in grado di riconoscere 
la lisina 9 dimetilata dell’istone H3 -Anti-H3lys9me2-. Sono stati eluiti i complessi, 
formatisi per l’interazione degli anticorpi con gli specifici residui riconosciuti ed è stata 
effettuata la reversione del cross-linking, a cui sono stati sottoposti anche campioni di 
cromatina (Input) non soggetti ad immunoprecipitazione. Il DNA così recuperato è stato 
poi analizzato per PCR, utilizzando per l’amplificazione la coppia di primers, E6D ed E6R 
(Figura 19). Per quanto riguarda la metilazione della lisina 9 dell’istone H3, come si vede 
dalla Figura 21, sono stati ottenuti gli amplificati della dimensione attesa di circa 200bp 
nelle reazioni in cui il templato era il DNA Input proveniente dagli embrioni di tutte le fasi 
di sviluppo (Figura 21, Pannello A; corsie i-M, i-20, i-22, i-24, i-36 e i-48) e il DNA 
immunoprecipitato proveniente dagli embrioni fissati dopo 4 ore (Figura 21, Pannello A; 
corsia M) e 20 ore (Figura 21, Pannello A; corsia 20) dalla fecondazione. I controlli 
negativi (Figura 21, Pannello B; corsie M, 20, 22, 24, 36 e 48) e il DNA 
immunoprecipitato proveniente dagli embrioni fissati a 22 ore, 24 ore, 36 ore e 48 ore 
(Figura 21, Pannello A; corsie 22, 24, 36 e 48) non hanno dato amplificati. La stessa analisi 
è stata quindi condotta utilizzando l’ anticorpo in grado di riconoscere in modo più 
generico l’acetilazione di diversi residui della coda N-terminale dell’istone H3 -Anti-H3Ac-
. Come si vede dalla Figura 22 sono stati ottenuti gli amplificati della dimensione attesa di 
circa 200bp nelle reazioni in cui il templato era il DNA Input proveniente dagli embrioni di 
tutte le fasi di sviluppo (Figura 22, Pannello A; corsie i-M, i-20, i-22, i-24, i-36 e i-48) e il 
DNA immunoprecipitato proveniente dagli embrioni fissati dopo 20 ore, 22 ore, 24 ore e 
36 ore dalla fecondazione. I controlli negativi (Figura 22, Pannello B; corsie M, 20, 22, 24, 
36 e 48) e il DNA immunoprecipitato proveniente dagli embrioni fissati a 4 ore e 48 ore 




Figura 21: Analisi mediante P.C.R. dei campioni immunoprecipitati estratti da embrioni a differenti 
stadi di sviluppo. A) Corsie i-M, i-20, i-22, i-24, i-36 e i-48: Input. Corsie M, 20, 22, 24, 36 e 48: 
campioni immunoprecipitati con Anti-H3lys9me2. B) Corsie M, 20, 22, 24, 36 e 48: controlli negativi 
delle reazioni di immunoprecipitazione. 
 
Figura 22: Analisi mediante P.C.R. dei campioni immunoprecipitati estratti da embrioni a 
differenti stadi di sviluppo. A) Corsie i-M, i-20, i-22, i-24, i-36 e i-48: Input. Corsie M, 20, 22, 24, 36 
e 48: campioni immunoprecipitati con Anti-H3ac. B) Corsie M, 20, 22, 24, 36 e 48: controlli 
negativi delle reazioni di immunoprecipitazione. 
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Questo risultato è interessante perché mette in evidenza che lo stato di acetilazione del 
promotore basale si sovrappone con il profilo di espressione del gene PlT2 e che lo stato 
di dimetilazione della lisina 9 dell’istone H3 è uno stato transitorio che corrisponde alle 
prime fasi di attivazione del gene. La presenza di questa particolare modifica della coda 
istonica potrebbe da un lato essere dovuta a un processo di demetilazione progressiva della 
lisina 9 di H3 che è il presupposto della sua acetilazione, dall’altro essere genericamente 
correlato con il reclutamento della RNApolII (Tachibana et al, 2002). Poiché è noto che 
l’acetilazione della lisina 9 dell’istone H3 è sicuramente associabile con uno stato di attiva 
trascrizione ho deciso di effettuare delle reazioni di immunoprecipitazione sulla cromatina 
di embrioni di Paracentrotus lividus utilizzando un anticorpo in grado di riconoscere la 
lisina 9 acetilata dell’istone H3 -Anti-H3lys9Ac-. Inizialmente per mettere a punto il 
sistema con questo anticorpo specifico ho effettuato un’analisi preliminare utilizzando la 
cromatina di embrioni bloccati dopo 4 ore (morula) e 24 ore (gastrula) dalla fecondazione. 
Diverse aliquote di cromatina di entrambi gli stadi di sviluppo sono stati utilizzati per le 
reazioni di immunoprecipitazione effettuate con l’anticorpo -Anti-H3lys9Ac-. Sono stati 
eluiti i complessi, formatisi per l’interazione degli anticorpi con gli specifici residui 
riconosciuti ed è stata effettuata la reversione del cross-linking, a cui sono stati sottoposti 
anche campioni di cromatina (Input) non soggetti ad immunoprecipitazione. Il DNA così 
recuperato è stato poi analizzato per PCR, utilizzando per l’amplificazione la coppia di 
primers, RealProm1D e RealProm1R (Figura 23). Come si vede dalla Figura 24 sono stati 
ottenuti gli amplificati della dimensione attesa di circa 100bp nelle reazioni in cui il 
templato era il DNA Input proveniente dagli embrioni di entrambe le fasi di sviluppo 
(Figura 24, corsie 2 e 5) e il DNA immunoprecipitato proveniente dagli embrioni fissati 
dopo 24 ore (Figura 24, corsia 6). I controlli negativi (Figura 24, corsie 4 e 7) e il DNA 
immunoprecipitato proveniente dagli embrioni fissati dopo 4 ore (Figura 24, corsia 3) non 
hanno dato amplificati.  
Figura 23: I primers RealProm1D e RealProm1R amplificano la 





Una volta messo a punto il sistema ho effettuato anche con questo anticorpo un’analisi di 
tipo time-course ChIP. In particolare ho deciso di utilizzare la cromatina di embrioni 
bloccati dopo 4 ore (morula), 20 ore, 22 ore, 24 ore, 36 ore e 48 dalla fecondazione. 
Diverse aliquote di cromatina di tutti gli stadi di sviluppo sono stati utilizzati per le 
reazioni di immunoprecipitazione effettuate con l’anticorpo -Anti-H3lys9Ac-. Sono stati 
eluiti i complessi, formatisi per l’interazione degli anticorpi con gli specifici residui 
riconosciuti ed è stata effettuata la reversione del cross-linking, a cui sono stati sottoposti 
anche campioni di cromatina (Input) non soggetti ad immunoprecipitazione. Il DNA così 
recuperato è stato poi analizzato per PCR, utilizzando per l’amplificazione la coppia di 
primers, RealProm1D e RealProm1R (Figura 23). Come si vede dalla Figura 25 sono stati 
ottenuti gli amplificati della dimensione attesa di circa 100bp nelle reazioni in cui il 
templato era il DNA Input proveniente dagli embrioni di tutte le fasi di sviluppo (Figura 
25, corsie i4, i20, i22, i24, i36 e i48) e il DNA immunoprecipitato proveniente dagli 
embrioni fissati dopo 20 ore, 22 ore, 24 ore e 36 ore dalla fecondazione (Figura 25, corsie 
4Ac, 20Ac, 22Ac, 24Ac e 36Ac). I controlli negativi (Figura 25, corsie 4c, 20c, 22c, 24c, 
36c e 48c) e il DNA immunoprecipitato proveniente dagli embrioni fissati a 4 ore e 48 ore 
(Figura 25, corsie 4Ac e 48Ac) non hanno dato amplificati. 
Figura 24: Analisi mediante P.C.R. dei campioni immunoprecipitati estratti da 
embrioni allo stadio di morula e gastrula. Corsia 1 -Marker. Corsie 4 e 7 - controlli 
negativi delle reazioni di immunoprecipitazione. Corsie 3 e 6 - campioni 









Poiché la tecnica della P.C.R. non fornisce dati di tipo quantitativo, e poiché i risultati 
ottenuti sembrano promettenti in quanto suggeriscono una stretta associazione tra 
specifiche modificazioni degli istoni e il diverso stato di espressione/non espressione del 
gene alfa 2 nel corso ho deciso di associare agli esperimenti di time course ChIP la tecnica 
della Real Time P.C.R.. La Real Time P.C.R. è una P.C.R. in cinetica in cui 
l’amplificazione ed il rilevamento dell’amplificato avvengono nello stesso momento. 
Questo è possibile grazie all’introduzione all’interno della reazione di una molecola 
fluorescente (ad esempio il SYBR green), che ci da la possibilità di seguire la reazione da 
un punto di vista visivo, grazie all’ausilio di un apposito thermal cycler in grado di 
misurare la quantità di fluorescenza emessa. Poiché la molecola fluorescente ha un picco di 
emissione quando è intercalata all’interno di un doppio filamento di DNA, la quantità di 
fluorescenza sarà direttamente proporzionale alla quantità di DNA a doppio filamento 
presente. Ho deciso di applicare questa tecnica alle immunoprecipitazioni effettuate con gli 
anticorpi -Anti-H3lys9Ac- e -Anti-H3lys9me2-. In questo caso ho deciso di utilizzare la 
cromatina di embrioni bloccati dopo 1 ora, 4 ore, 20 ore, 22 ore, 24 ore, 36 ore e 48 ore 
dalla fecondazione. Diverse aliquote di cromatina di tutti gli stadi di sviluppo sono stati 
Figura 25: Analisi mediante P.C.R. dei campioni immunoprecipitati estratti da 
embrioni a differenti stadi di sviluppo. Corsie i4, i20, i22, i24, i36 e i48: Input. 
Corsie 4, 20, 22, 24, 36 e 48: campioni immunoprecipitati con 
Anti-H3K9ac. Corsie 4c, 20c, 22c, 24c, 36c e 48c: controlli negativi delle reazioni di 
immunoprecipitazione. 
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utilizzati per le reazioni di immunoprecipitazione effettuate con gli anticorpi -Anti-
H3lys9Ac- e -Anti-H3lys9me2-. Sono stati eluiti i complessi, formatisi per l’interazione 
degli anticorpi con gli specifici residui riconosciuti ed è stata effettuata la reversione del 
cross-linking, a cui sono stati sottoposti anche campioni di cromatina (Input) non soggetti 
ad immunoprecipitazione. Il DNA così recuperato è stato poi analizzato per Real Time 
PCR, utilizzando per l’amplificazione la coppia di primers, RealProm1D ed RealProm1R 
(Figura 23). Il buon esito della reazione è stato controllato mediante una curva di melting. I 
risultati ottenuti, normalizzati mediante il metodo della percentuale di input (Haring et al., 
2007), sono mostrati nelle Figure 26 e 27. Per quanto riguarda i frammenti di DNA 
immunoprecipitati con l’anticorpo -Anti-H3lys9Ac- si vede come allo stadio di morula (4 
ore) questa modifica della lisina 9 dell’istone H3 sia praticamente assente. È invece 
presente dopo 20 ore di sviluppo e raggiunge il picco massimo alle 24 ore di sviluppo. 
Successivamente la percentuale di DNA immunoprecipitato decresce (36 ore) fino a 
raggiungere, a 48 ore dalla fecondazione, gli stessi livelli dello stadio più precoce (Figura 
26).  
Figura 26: Analisi mediante qChIP dei campioni immunoprecipitati estratti da embrioni a 
differenti stadi di sviluppo. Le barre indicano la percentuale di input immunoprecipitata 
con Anti-H3K9ac (blu) e senza anticorpo (rosse). 
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Per quanto riguarda i frammenti di DNA immunoprecipitati con l’anticorpo -Anti-
H3lys9me2- si nota come la dinamica sia praticamente inversa. Infatti si osserva il picco 
massimo dopo le prime 4 ore di sviluppo. Successivamente la percentuale di input 
immunoprecipitato decresce fino al raggiungimento del valore più basso dopo 24 ore di 
sviluppo. Si osserva nuovamente un aumento dopo 36 e 48 ore dalla fecondazione (Figura 
27).  
Per verificare che lo stadio di dimetilazione della lisina 9 dell’istone H3 derivasse da un 
precedente stato di trimetilazione, ho deciso di effettuare una reazione di 
immunoprecipitazione utilizzando un anticorpo in grado di riconoscere la trimetilazione 
della lisina 9 dell’istone H3 -Anti-H3lys9me3-. Ho deciso di utilizzare la cromatina di 
embrioni bloccati dopo 1 ora, 4 ore, 20 ore, 22 ore, 24 ore, 36 ore e 48 ore dalla 
fecondazione. Diverse aliquote di cromatina di tutti gli stadi di sviluppo sono stati utilizzati 
per le reazioni di immunoprecipitazione effettuate con l’anticorpo -Anti-H3lys9me3-. Sono 
stati eluiti i complessi, formatisi per l’interazione degli anticorpi con gli specifici residui 
riconosciuti ed è stata effettuata la reversione del cross-linking, a cui sono stati sottoposti 
anche campioni di cromatina (Input) non soggetti ad immunoprecipitazione. Il DNA così 
recuperato è stato poi analizzato per Real Time PCR, utilizzando per l’amplificazione la 
coppia di primers, RealProm1D ed RealProm1R (Figura 23). Il buon esito della reazione è 
Figura 27: Analisi mediante qChIP dei campioni immunoprecipitati estratti da embrioni a 
differenti stadi di sviluppo. Le barre indicano la percentuale di input immunoprecipitata 





stato controllato mediante una curva di melting. I risultati ottenuti sono stati normalizzati 
mediante il metodo della percentuale di input (Haring et al., 2007). Come si vede in Figura 
28 si osserva il picco massimo dopo la prima ora di sviluppo. Successivamente la 
percentuale di input immunoprecipitato decresce fino al raggiungimento del valore più 
basso dopo 24 ore di sviluppo. Si osserva nuovamente un aumento dopo 48 ore dalla 
fecondazione.  
Successivamente, per verificare che lo stato di acetilazione fosse realmente correlato a uno 
stato di attivazione trascrizionale ho effettuato un’immunoprecipitazione utilizzando un 
anticorpo in grado di riconoscere specificamente l’RNA polimerasi II. Anche in questo 
caso ho deciso di utilizzare la cromatina di embrioni bloccati dopo 1 ora, 4 ore, 20 ore, 22 
ore, 24 ore, 36 ore e 48 dalla fecondazione. Come si vede dalla Figura 29, dopo 1 ora e 
dopo 4 ore dalla fecondazione non è presente DNA immunoprecipitato. È invece presente 
dopo 20 ore di sviluppo e raggiunge il picco massimo alle 24 ore di sviluppo. 
Successivamente la percentuale di DNA immunoprecipitato decresce (36 ore) fino a 
raggiungere, a 48 ore dalla fecondazione, gli stessi livelli dello stadio più precoce. 
Osservando la Figura 14 possiamo osservare come l’andamento dell’acetilazione della 
lisina 9 e la presenza sul promotore basale dell’RNA polimerasi II siano praticamente 
sovrapponibili.  
Figura 28: Analisi mediante qChIP dei campioni immunoprecipitati estratti da embrioni a 
differenti stadi di sviluppo. Le barre indicano la percentuale di input immunoprecipitata 





Dati presenti in letteratura (Robertson et al, 2008; Rudolph et al, 2007; Dijk et al, 2005) 
dimostrano un ruolo fondamentale della lisina 4 dell’istone H3 nella regolazione 
trascrizionale. In particolare è stato messo in luce il ruolo dualistico della metilazione di 
questo residuo: in presenza della lisina 4 monometilata la cromatina si trova in una 
configurazione di tipo chiuso, mentre in presenza della lisina 4 trimetilata la cromatina si 
trova in una configurazione di tipo aperto e quindi accessibile ai diversi fattori che 
permettono la trascrizione. Ho pertanto deciso di verificare il ruolo di queste modifiche 
post-traduzionali dell’istone H3 nel nostro modello sperimentale. A tale scopo ho condotto 
delle reazioni di immunoprecipitazioni utilizzando un anticorpo in grado di riconoscere lo 
stato monometilato della lisina 4 dell’istone H3 -Anti-H3K4me1- e un anticorpo in grado di 
riconoscere lo stato trimetilato della lisina 4 dell’istone H3 -Anti-H3K4me3-. Anche in 
questo caso ho deciso di utilizzare la cromatina di embrioni bloccati dopo 1 ora, 4 ore, 20 
ore, 22 ore, 24 ore, 36 ore e 48 dalla fecondazione. Come si vede in Figura 30, per quanto 
riguarda le immunoprecipitazioni effettuate con l’anticorpo -Anti-H3K4me1- si osserva il 
picco massimo dopo le prime 4 ore di sviluppo. Successivamente la percentuale di input 
immunoprecipitato decresce fino al raggiungimento del valore più basso dopo 24 ore di 
sviluppo. Si osserva nuovamente un aumento dopo 48 ore dalla fecondazione.  
Figura 29: Analisi mediante qChIP dei campioni immunoprecipitati estratti da embrioni a 
differenti stadi di sviluppo. Le barre indicano la percentuale di input immunoprecipitata 





Invece, utilizzando l’anticorpo -Anti-H3K4me3-, si vede come dopo 1 ora e dopo 4 ore 
dalla fecondazione questa modifica della lisina 4 dell’istone H3 sia praticamente assente. È 
invece presente dopo 20 ore di sviluppo e raggiunge il picco massimo alle 24 ore di 
sviluppo. Successivamente la percentuale di DNA immunoprecipitato decresce (36 ore) 
fino a raggiungere, a 48 ore dalla fecondazione, gli stessi livelli dello stadio più precoce 
(Figura 31). Successivamente ho deciso di analizzare la metilazione della lisina 27, una 
modifica delle code amino-terminali degli istoni nota per la funzione regolativa di tipo 
negativo della trascrizione. Anche in questo caso ho deciso di utilizzare la cromatina di 
embrioni bloccati dopo 1 ora, 4 ore, 20 ore, 22 ore, 24 ore, 36 ore e 48 dalla fecondazione. 
Come si vede in Figura 32, ad esclusione della reazione effettuata con la cromatina 
preparata dagli embrioni bloccati dopo un’ora dalla fecondazione, tutte le reazioni hanno 
dato una quantità equivalente di DNA immunoprecipitato. Questo risultato sorprendente ci 
ha portato a ipotizzare che la metilazione della lisina 27 presente durante tutti gli stadi di 
sviluppo fosse responsabile del silenziamento del gene PlT2 in tutti quei territori 
dell’embrione non correlati con lo sviluppo neuronale. 
 
Figura 30: Analisi mediante qChIP dei campioni immunoprecipitati estratti da embrioni a 
differenti stadi di sviluppo. Le barre indicano la percentuale di input immunoprecipitata 






Figura 31: Analisi mediante qChIP dei campioni immunoprecipitati estratti da embrioni a 
differenti stadi di sviluppo. Le barre indicano la percentuale di input immunoprecipitata 




Figura 32: Analisi mediante qChIP dei campioni immunoprecipitati estratti da embrioni a 
differenti stadi di sviluppo. Le barre indicano la percentuale di input immunoprecipitata 
con Anti-H3K27me2 (giallo) e senza anticorpo (rosso). 
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Per verificare la nostra ipotesi ho deciso di mettere a punto una reazione di doppia 
immunoprecipitazione (Re-ChIP) per escludere la presenza della metilazione della lisina 
27 nella cromatina delle regioni trascrizionalmente attive dell’embrione. Per fare questo, la 
prima reazione di immunoprecipitazione è stata effettuata sulla cromatina estratta da 
embrioni bloccati dopo 24 ore dalla fecondazione (quindi uno stadio in cui il gene PlT2 è 
attivo) con l’anticorpo in grado di riconoscere specificatamente l’RNA polimerasi II. In 
Figura 33 (ChIP) si può osservare il buon esito della reazione. Dopo opportuni lavaggi 
necessari per l’eliminazione dell’eccesso del primo anticorpo (Geisberg et Al., 2004), la 
seconda reazione di immunoprecipitazione, condotta sulla cromatina immunoprecipitata in 
precedenza (First IP), è stata effettuata utilizzando l’anticorpo in grado di riconoscere la 
lisina 9 acetilata dell’istone H3 e l’anticorpo in grado di riconoscere la lisina 27 dimetilata 
dell’istone H3. Come si vede dalla Figura 33 (Re-ChIP) si ottiene un picco di DNA 
immunoprecipitato esclusivamente quando la reazione è condotta usando l’anticorpo -anti-
H3K9ac-. Questo risultato permette di escludere la presenza della lisina 27 dimetilata nelle 
regioni in cui il gene è in attiva trascrizione. Poiché come si vede dalla Figura 32 
utilizzando l’anticorpo -anti-H3K27me2- si ottiene un immunoprecipitato utilizzando la 
cromatina di embrioni bloccati dopo 24 ore dalla fecondazione, avendone escluso la 
presenza nelle regioni in cui il gene è trascritto posso affermare la presenza di questa 
specifica modifica nelle regioni in cui il gene non è trascritto. Per avere un’ulteriore 
Figura 33: Analisi Re-ChIP del promotore basale di PlT2. ChIP- Le barre indicano la 
percentuale di input immunoprecipitata con Anti-RNApolII (verde) e senza anticorpo 
(rosso). Re-ChIP- Le barre indicano la percentuale di First IP immunoprecipitato con 





informazione sulla presenza della lisina 27 dimetilata negli stadi di sviluppo più precoci ho 
deciso di condurre un’altra analisi mediante Re-ChIP utilizzando la cromatina estratta da 
embrioni bloccati dopo 4 ore dalla fecondazione, uno stadio in cui il gene PlT2 non è 
attivo. La prima reazione di immunoprecipitazione è stata effettuata utilizzando l’anticorpo 
-Anti-H3K9me2-, la seconda utilizzando gli anticorpi -Anti-RNApolII- e -Anti-H3K27me2-. 
Come si vede dalla Figura 34, si ottiene un picco di DNA immunoprecipitato 
esclusivamente quando la reazione è condotta usando l’anticorpo diretto contro la lisina 27 
dimetilata. Questo risultato ci permette di associare la presenza della lisina 27 dimetilata 
dell’istone H3 a uno stato non attivo trascrizionalmente del gene PlT2.  
I risultati ottenuti durante i tre anni di svolgimento del mio progetto di dottorato mettono in 
luce come per la corretta espressione del gene PlT2 siano fondamentali i meccanismi di 
rimodellamento della cromatina che agiscono sul promotore basale. Inizialmente la 
presenza di siti ipersensibili alla DNaseI esclusivamente sul DNA estratto da embrioni a 
uno stadio dello sviluppo in cui il gene è attivo (Figura 18) ha fortemente suggerito che lo 
stato di compattamento della cromatina subisce una modifica nel corso dell’embriogenesi. 
Questa evidenza sperimentale è stata in seguito confermata dalle analisi effettuate 
mediante qChIP. Ho infatti dimostrato nelle prime fasi dello sviluppo embrionale la 
presenza di modifiche che sono indice di uno stato chiuso della cromatina, la lisina 9 
dell’istone H3 trimetilata e dimetilata (Figure 27 e 28) e la lisina 4 dell’istone H3 
monometilata (Figura 30), un dato che è in perfetto accordo con il profilo di espressione 
Figura 33: Analisi Re-ChIP del promotore basale di PlT2. ChIP- Le barre indicano la 
percentuale di input immunoprecipitata con Anti-H3K9me2 (viola) e senza anticorpo 
(rosso). Re-ChIP- Le barre indicano la percentuale di First IP immunoprecipitato con 





del gene PlT2 in precedenza evidenziato (Figura 9). Sono anche stato in grado di 
dimostrare che, con il procedere dello sviluppo, queste modifiche responsabili di uno stato 
chiuso sono progressivamente sostituite da modifiche necessarie per il decompattamento. 
Infatti, a partire da 20 ore dopo la fecondazione la presenza della lisina 9 dell’istone H3 
acetilata e della lisina 4 dell’istone H3 trimetilata si fa via via molto più marcata fino ad 
ottenere un picco di acetilazione/trimetilazione a 24 ore dalla fecondazione (Figure 26 e 
31). Questo dato, che indica l’esistenza di una modificazione dinamica delle code N-
terminali di H3 finalizzata all’espressione temporalmente regolata del gene PlTa2, è 
ulteriormente rafforzato dall’analisi effettuata utilizzando l’anticorpo in grado di 
riconoscere l’RNA polimerasi II (Figura 29). Quest’ultima analisi dimostra infatti come ci 
sia una perfetta sovrapposizione temporale tra il reclutamento dell’enzima sulle sequenze 
del promotore basale e il progressivo instaurarsi di modifiche in grado di determinare uno 
stato aperto della cromatina. Da notare infine che, dopo 48 ore dalla fecondazione si 
instaura nuovamente lo stato chiuso della cromatina (dimostrato dalla percentuale di 
immunoprecipitato che si ottiene utilizzando gli anticorpi -Anti-H3K9me2- e -anti-
H3K4me1- (Figure 27 e 30)). Questi dati, seppur in modo indiretto, dimostrano che per la 
corretta espressione temporale del gene PlT2 è fondamentale l’azione concertata di una 
serie di enzimi responsabili delle modifiche delle code dell’istone H3. Nelle fasi iniziali 
dello sviluppo la lisina 9 per passare da uno stato trimetilato a uno acetilato deve subire 
una demetilazione sequenziale e successivamente una acetilazione. Esattamente il contrario 
accade dopo 36-48 ore dalla fecondazione, infatti viene prima deacetilata e in seguito 
metilata. La lisina 4 dell’istone H3 invece, subisce una metilazione dopo la 20 ore dalla 
fecondazione e una demetilazione dopo le 36 ore dalla fecondazione. Risulta evidente 
quindi che per la regolazione dell’espressione di PlT2 sono necessarie una serie di attività 
enzimatiche che agiscono di concerto (probabilmente in seguito all’azione di complessi 
multimerici) per determinare una finestra temporale in cui lo stato di apertura della 
cromatina permette l’assemblamento del PIC sul promotore basale e la conseguente 
trascrizione. Lo stato della cromatina sembra giocare un ruolo chiave anche per la 
regolazione spaziale dell’espressione. L’analisi effettuata mediante Re-ChIP (Figure 33 e 
34) ha messo in evidenza come la lisina 27 dell’istone H3 dimetilata, la cui presenza è 
costante in tutte le fasi dello sviluppo (Figura 32), si ritrova in regioni di cromatina chiusa. 
Infatti non è co-localizzata né con l’RNA polimerasi II né con la lisina 9 acetilata 
dell’istone H3 che sicuramente indicano uno stato di cromatina in attiva trascrizione, 
mentre è co-localizzata con la lisina 9 dimetilata dell’istone H3 che invece è indice di uno 
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stato della cromatina che non permette la trascrizione. La metilazione della lisina 27 
quindi, potrebbe essere uno dei meccanismi responsabili del mantenimento del 
silenziamento genico nei territori non neuronali dell’embrione. Studi recenti sono peraltro 
a favore di questa ipotesi, è stato infatti dimostrato che un ciclo di 
metilazione/demetilazione della lisina 27 è in grado di reclutare proteine della famiglia 
















Materiali e Metodi.  
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Estrazione di nuclei. 
 
Uova di riccio di mare P. lividus sono state separate dalle gonadi in acqua di mare (filtrata 
attraverso filtri millipore da 0,45 m), e fecondate con una quantità appropriata di spermi 
provenienti da individui della stessa specie. In media 5L di uova fecondate (alla 
concentrazione media di 5000/ml) sono stati posti a 18°C con agitazione in acqua di mare 
filtrata attraverso millipore ed addizionata di antibiotici (50 g/ml benzilpenicillina, 30 
g/ml streptomycina, 10 g/ml sulfadazina) fino al raggiungimento dello stadio di 
sviluppo desiderato (morula o gastrula). Nel caso della preparazione di colture di embrioni 
allo stadio di morula la fecondazione viene fatta in presenza di PABA (acido para-
amminobenzoico) per inibire l’irrigidimento della membrana di fecondazione (che 
normalmente verrebbe “lisata” ad uno stadio successivo a quello di morula) e facilitarne 
quindi la rimozione necessaria per la successiva preparazione della frazione nucleare. Gli 
embrioni sono stati quindi raccolti per sedimentazione e lavati una volta con KCl 0,55 M e 
una volta con una soluzione di glucosio 1 M. Dopo centrifugazione a 1.800 rpm per 5 min. 
il pellet embrionale è stato risospeso in un egual volume di una soluzione 0,64 M 
saccarosio, 5 mM MgCl2, 10 mM Tris-HCl pH 7,9, 1 mM EGTA, 1 mM DTT, 1 mM 
spermidina, 0,1 mM PMSF, e diluito con ugual volume di una soluzione di composizione 
uguale alla precedente ma contenente 0,32 M saccarosio. A questo punto è stata ottenuta la 
rottura della membrana cellulare; per gli embrioni allo stadio di morula mediante passaggio 
attraverso 3 membrane con pori di dimensioni decrescenti (1x 150 m, 1x 75 m e 10x 48 
m), mentre per gli embrioni allo stadio di gastrula mediante omogenizzazione in 
“Dounce” (100 colpi pestello B). Dopo avere aggiunto al lisato/omogenato 2 volumi di una 
soluzione 2 M saccarosio, 5 mM MgCl2, 10 mM Tris-HCl pH 7,9 1 mM EGTA, 1 mM 
DTT, 1 mM spermidina, 0,1 mM PMSF, 20 ml della soluzione così ottenuta sono stati 
stratificati su un cuscinetto di saccarosio (costituito da 11,5 ml di una soluzione 1,8 M 
saccarosio, 5 mM MgCl2,  10 mM Tris-HCl pH 7,9, 1 mM EGTA, 1 mM DTT, 1 mM 
spermidina, 0,1 mM PMSF), ed i nuclei pellettati per centrifugazione a 15000 rpm per 30 
min. a 4°C. Il pellet di nuclei è stato risospeso in una soluzione 100mM KCl, 20 mM 
HEPES pH 7,9, 5 mM MgCl2,, 0,2 mM EDTA, 1 mM DTT, 1 mM spermidina, 0,1 mM 





Amplificazione mediante PCR. 
 
I frammenti di DNA sono stati amplificati utilizzando l’enzima Taq polimerasi in presenza 
di un appropriato buffer di reazione, MgCl2 1,5 mM c.f., dNTP 200 M c.f. di ognuno dei 
quattro dNTP. Le coppie di oligonucleotidi utilizzate sono: 
E6D (5’-CGGTTGACAACCGCTGACGT) 
E6R (5’- CATGATGATACATTATTCGAATTCGAAGTA) 
e 
Real-Prom-1D (5’-GCGCCGAAACGGAATTCAATA)  
Real-Prom-1R (5’- GATGATACATTATTCGAATTCGAAG). 
 
 
Amplificazione mediante Real Time PCR. 
 
Tutte le amplificazioni sono state effettuate utilizzando il kit SsoFast EvaGreen Supermix 
kit (BioRad) in un volume finale di 20 l utilizzando la coppia di primers  
Real-Prom-1D (5’-GCGCCGAAACGGAATTCAATA)  
Real-Prom-1R (5’- GATGATACATTATTCGAATTCGAAG). 
I campioni sono stati quantificati mediante una curva standard. I risultati ottenuti, sono 
stati normalizzati mediante il metodo della percentuale di input (Haring et al., 2007). 
 
 
Marcatura con T4 polinucleotide Kinasi. 
 
Gli oligonucleotidi sintetici sono stati marcati terminalmente incubando 10 picomoli di 
ognuno di essi per 30 min a 37°C in presenza di 50 Ci di -32P ATP (10 picomoli) e 10 
unità di polinucleotide chinasi di T4. Dopo 30’ la reazione è stata bloccata denaturando 
l’enzima a 80°C per 10 min. e il DNA è stato precipitato con alcool etilico assoluto e 
CH3COONa 3M (pH 5,2). Gli oligonucleotidi sono stati quindi recuperati mediante 
centrifugazione a 13.000 RPM, ed i pellets così ottenuti sono stati risospesi in 10 l e 









 nuclei (circa 10g) sono stati centrifugati a 600g per 10 minuti e il pellet risospeso 
in 500l di Buffer D (0,15mM Spermina, 0,5mM Spermidina, 15mM Tris-HCl pH 7,5, 
0,2mM EGTA, 60mM KCl, 15mM NaCl, 0,2mM EDTA.). E’ stata aggiunta la DNaseI a 
concentrazioni crescenti (0, 0.4, 0.8, 1, 4, 6 unità) e la reazione è stata avviata aggiungendo 
4mM MgCl e 2mM CaCl2. I campioni sono stati incubati in ghiaccio per 5 minuti e la 
reazione è stata interrotta mediante l’aggiunta di 10mM EDTA. Per la purificazione del 
DNA i nuclei sono stati centrifugati a 600g per 10 minuti. I pellet sono stati risospesi in 
100l di 50mM Tris-HCl pH8, 0,2mM EDTA e incubati con 50g di RNasi A per 30 
minuti a 37° C. Sono stati aggiunti300l di una soluzione contenente 4M Guanidinio-
Isotiocianato, 420mM Sodio Citrato, 8,3% Sarcosile. Dopo un’incubazione di 30 minuti 
sono state eseguite 2 estrazioni con fenolo-cloroformio e 1 con cloroformio. Il DNA è stato 
precipitato con etanolo assoluto e risospeso in H2O.  
 
 
Analisi di restrizione. 
Il DNA estratto dai nuclei é stato sottoposto ad analisi di restrizione utilizzando diversi 
enzimi di restrizione (EcoRI, Sa11 ) nelle condizioni di 1-10 unità di enzima per ogni g di 
DNA a 37°C, O.N.. L'analisi dei frammenti di DNA ottenuti con i diversi enzimi é stata 
effettuata mediante elettroforesi su gel di agarosio all'0,8%. 
 
 
Southern Blot e ibridazione 
 
I frammenti di DNA ottenuti dalle digestioni con enzimi di restrizione del DNA genomico, 
sono stati separati mediante elettroforesi su gel di agarosio all’0,8% e quindi sono stati 
trasferiti ("blotting") su una membrana di nylon. Il trasferimento del DNA dal gel al filtro 
di nylon é avvenuto per capillarità utilizzando il tampone salino 20X SSC (1X SSC: 3 M 
NaCl, 0.3 M sodio citrato). Il filtro di nylon, dopo il blotting é stato lavato con una 
soluzione di 2X SSC per rimuovere eventuali tracce di agarosio e l'eccesso di NaCl. Quindi 
i frammenti di DNA sono stati fissati al filtro lasciando quest'ultimo a 80°C, per due ore. I 
filtri di nylon sono stati preibridati a 65°C  per 30 minuti in una soluzione di 6xSSC, 
5xDenhardt (100x Denhardt=2% polivinil pirolidone, 2% Ficoll, 2% BSA), 0,5% SDS 
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(Sodio Dodecil Solfato) contenente 20 g/ml di DNA di spermi di salmone denaturato. 
L'ibridazione è stata condotta in una soluzione con la stessa composizione contenente 
inoltre la sonda radioattiva specifica (1-1,5x106 cpm/ml= 5-10 ng/ml) e la reazione di 
ibridazione è stata incubata a 65°C (o a 50°C) per tutta la notte. I filtri sono stati quindi 
lavati a 65°C in 2xSSC, 0,5% SDS, in 1xSSC, 0,5% SDS e in 0,2xSSC, 0,5% SDS (per un 
lavaggio ad alta stringenza) e infine esposti a lastre autoradiografiche a una temperatura di 
-80°C per tempi variabili in base all'intensità del segnale radioattivo. 
 
 
Immunoprecipitazione della cromatina 
 
Gli embrioni allo stadio di sviluppo desiderato vengono fissati in formaldeide, alla 
concentrazione finale dell’1% in acqua di mare filtrata ed agitati per 10 minuti. La reazione 
di cross-linking viene bloccata oggiungendo glicina alla concentrazione finale di 125 mM 
ed agitando per 5 minuti. Gli embrioni vengono lasciati sedimentare e poi centrifugati (4 
minuti a 400 rpm) e risospesi in 10 volumi di cell lysis buffer (10 mM HEPES pH 8.0, 85 
mM KCl, 0,5% NP40 ed inibitori delle proteasi). Vengono poi lasciati 10 minuti in 
ghiaccio. Se necessario si passano al dounce per 5-15 colpi, per assicurare il rilascio di tutti 
i nuclei. Si centrifuga 10 minuti a 3000 rpm per pellettare i nuclei. Questi vengono poi 
risospesi in 2,5 volumi di nuclear lysis buffer (50 mM tris pH 8.1, 10 mM EDTA, 1% SDS 
ed inibitori delle proteasi) e incubati in ghiaccio per 10 minuti. La cromatina viene sonicata 
con microtip di brason sonifier 250. I detriti vengono allontanati per centrifugazione a 
13000 rpm per 10 minuti. Il supernatante così ottenuto viene aliquotato e conservato in 
azoto liquido. Si prelevano 25 l di cromatina, si aggiungono 0,5 l di RNasi (20 mg/ml) e 
si incuba per 20 minuti a 37C. Si aggiungono 2,6  l di 10% SDS (1% finale) e 0,6  l di 
proteinasi K (20 mg/ml) e si incuba per 30 minuti a 56C. Vengono fatte tre estrazioni con 
fenolo-cloroformio e si precipita il DNA con 0,3 M finale NH4Ac e 2,5 volumi di EtOH, 
per 30 minuti in ghiaccio secco. Si centrifuga 10 minuti a 13000 rpm e si lava il pellet con 
EtOH al 70%. Il pellet viene risospeso in 8 l di acqua e si carica tutto con 3  l di 
colorante su gel d’agarosio 1%. Tutte le reazioni di immunoprecipitazione sono state 
effettuate con il kit CHIP-IT EXPRESS KIT della ACTIVE MOTIF secondo protocollo 
variando solamente la quantità di cromatina usata. I campioni immunoprecipitati sono stati 
analizzati mediante P.C.R. alle condizioni descritte precedentemente. Per le analisi di tipo 
Re-ChIP la cromatina immunoprecipitata con la prima reazione è stata incubata per 15 
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minuti con 100 l di ChIP elution buffer (50 mM Tris–HCl, pH 7.5, 10 mM EDTA, 
1%SDS) a 68°C per rimuovere l’eccesso di anticorpo. Le successive reazioni di 
immunoprecipitazione sono state effettuate con il kit CHIP-IT EXPRESS KIT della 
ACTIVE MOTIF secondo protocollo. Le immunoprecipitazioni sono state condotte 
utilizzando i seguenti anticorpi (precedentemente testati contro proteine di Paracentrotus 
lividus): Anti-RNApolII (Abcam #ab24759), Anti-H3K9ac (Abcam #ab4441), Anti-
H3K9me2 (Abcam #ab1220), Anti-H3K9me3 (Abcam #8898), Anti-H3K4me3 (Abcam 
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